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Zusammenfassung
Biomolekulare Motoren sind die Arbeitstiere der Zellen und sind an allen Bewegungen in-
nerhalb der Zelle beteiligt. Es sind Mechanoenzyme, die die chemische Energie der ATP-
Hydrolyse in gerichtete Bewegung umsetzen. Dabei bewegen sie sich oft entlang ﬁlamentöser
Strukturen. Die Kinesine sind für den intrazellulären, anterograden Transport von Vesikeln
und Proteinen entlang von Mikrotubuli verantwortlich. Die herausragendste Eigenschaft die-
ser Motoren ist ihre prozessive Fortbewegung. Es ist ihnen möglich, viele hundert, 8 nm weite
Schritte, an einem Mikrotubulus entlang zu laufen, ohne sich dabei vom Filament abzulösen.
Dabei werden Strecken von mehreren μm zurückgelegt. Während ihres Laufes erzeugen ein-
zelne Kinesinmoleküle eine Kraft von bis zu 5 pN und erreichen Geschwindigkeiten von bis zu
2 μm/s. Es wurden schon viele Versuche unternommen, sich das Kinesin-Mikrotubuli-System
und seine einzigartigen Eigenschaften in vitro zu Nutze zu machen.
Durch den Einsatz von Kinesinen und Mikrotubuli wurde ein Transportsystem entwickelt. Da-
bei wurden die Mikrotubuli mit rigor-Mutanten auf Oberﬂächen ﬁxiert und dienten dann als
„Straßen“. Über diese wurden Latex-Kügelchen oder Nanopartikel mittels Kinesinen trans-
portiert. Es wurden zwei Ansätze zur Anbringung der Mikrotubuli versucht. Einerseits wurde
die Motordomäne des Kif5A, einem menschlichen Kinesin-1, mit dem pilzlichen Hydropho-
bin DewA fusioniert, welches bekannt dafür ist auf Oberﬂächen aller Art zu haften. Es wurde
gezeigt, dass dieses Fusionsprotein auf vielen Oberﬂächen haftet und Mikrotubuli aktiv trans-
portiert. In dieses Protein wurde danach ein rigor-Mutation eingeführt um die Mikrotubuli als
„Straßen“ zu immobilisieren. In einem zweiten Ansatz wurde die Motordomäne des Kinesin-1
KinA über ihren His6-Tag an DOGS-Ni-NTA gekoppelt, die mittels DipPen auf eine Oberﬂä-
che aufgebracht wurden. Auch hierbei konnte gezeigt werden, dass die gebundenen Proteine
aktiv waren. Es kann also geschlussfolgert werden, dass nach Einfügen einer rigor-Mutation,
diese Proteine ebenfalls benutzt werden könnten, Mikrotubuli zu ﬁxieren.
Nachdem die Transportwege fertig gestellt waren, wurden die Lasten darüber transportiert.
Dazu wurden Latex-Kügelchen an die Kif5A Proteine gekoppelt und im Motilitätsassay ge-
testet. Die Kügelchen bewegten sich entlang der Mikrotubuli. Da die verwendeten Kinesine
aber auch in der Lage waren, auf anderen Oberﬂächen zu binden und somit die Mikrotubuli
bewegen konnten, wurde ein anderes Konstrukt ausprobiert. In diesem zweiten Ansatz wur-
de die Motordomäne des Kif5A C-terminal mit der PH-Domäne des Kinesin-3, UncA, aus
A. nidulans fusioniert. Unter Verwendung eines Lipid-Bindetests wurde gezeigt, dass dieses
Fusionsprotein stark an Phosphatidylserin bindet. Nun konnten Nanopartikel mit den entspre-
chenden Lipiden beschichtet werden und durch Kif5APH über die Mikrotubuli transportiert
werden. Diese vorläuﬁgen Ergebnisse müssen jedoch nochmals wiederholt werden, um sie zu
bestätigen.
In dieser Arbeit wurde das Kinesin-7 aus Aspergillus nidulans, KipA, biochemisch charak-
terisiert. Dazu wurde es bakteriell exprimiert und anschließend aufgereinigt. Dabei wurde
entdeckt, dass es sich hierbei um ein funktionales Kinesin handelt, das an Mikrotubuli entlang
läuft. Des Weiteren wurde die ATP-Umsatzrate bestimmt und Mant-ADP-Freisetzungsexperim-
ente weisen darauf hin, dass es sich im ein dimeres Protein handelt. Diese Erkenntnisse sollten
bei der Aufklärung helfen, warum KipA neben den Mikrotubuli der Mitosespindel auch die
Spitzen wachsender Mikrotubuli dekoriert und wie es dort hingelangt.
V
Abstract
Biomolecular motors are the „workhorses“ of the cells and are involved in all movements wi-
thin the cell. They are mechanoenzymes, which convert the chemical energy from the ATP
hydrolysis into directed motion. In this process they move along ﬁlamentous structures. Ki-
nesins are responsible for intracellular, anterograde transport of vesicles and proteins along
microtubules. The outstanding characteristic of these motors is the processive locomotion. It
is possibe for them to move hundreds of 8 nm wide steps along microtubules without losing
contact to the ﬁlament. Thereby they cover a distance of several microns. During the run, sin-
gle kinesinmolecules create forces up to 5 pN and reach velocities up to 2 microns per second.
Many attempts have already been made to use the kinesin-microtubule system and its unique
features in vitro.
A nanoscale transport system using kinesins and microtubules has been developed. Micor-
tubules were immobilized to surfaces via kinesin rigor-mutants and served as „nanotracks“.
Latex-beads or nanoparticles were then to be transported by active kinesins over these tracks.
The ﬁrst step was to create immobilized microtubules. We used two appendages to ﬁx the
microtubules. In the ﬁrst appoach we used a fusionprotein combining the motordomain of
the human kinesin-1 Kif5A and the fungal hydrophobin DewA from A. nidulans. Which is
known to bind to several surfaces. This fusion protein was able to attach to surfaces used in
the experiments and actively transports microtubules. Since the microtubules were intended
to be used as nanotracks they had to be ﬁxed to the protein permanently. This was achived by
insertion of a rigor-mutation in the motordomain of Kif5A. In a second approach, we attached
kinesin motors of KinA from A. nidulans via a His6-tag to lipids on the surfaces. These lipids
were deposited by DipPen Nanolithography. It could be shown that these kinesine also bind
microtubules. Finally it is shown that microtubules are ﬁxed by kinesins on the lipidtracks.
After ﬁnishing with building the „nanotracks“, some cargoes were transported over these
tracks. First we tested a kinesin fusion protein, where the Kif5A motor is fused to the PH-
domain of the fungal kinesin-3, UncA. It was shown, that this fusion protein binds to Phos-
phatidylserin (PS) via the PH-domain. Then we tried to transport PS covered nanoparticles
over microtubule tracks. The preliminary positive results have to be repeated. In a second ap-
proach, we tested the transport of latex beads coupled to the kinesin Kif5A. These cargoes
could be transported along the microtubule tracks in a motility assay.
In addition to the development of a nanoscale transport system, the Kinesin-7 protein KipA
from A. nidulans was biochemically characterized. In this work the protein was expressed
in E. coli and was puriﬁed afterwards. We discovered that KipA is a functional, processive
kinesin that moves along microtubules. Furthermore, the ATP consumption rate and mant-
ADP release experiments suggested that KipA is a dimeric protein. These scientiﬁc ﬁndings
could able to help to understand why KipA decorates the mitotic spindel and the plus-ends of
growing microtubules.
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1 Einleitung
1.1 Bewegung ist Leben
Das Diktum gilt als eine der ältesten und anschaulichsten Deﬁnitionen des Lebendigen:
„Das Leben besteht in der Bewegung“ (Aristoteles).
Ob bei einem ganzen Organismus oder bei Transportprozessen innerhalb einer einzelnen Zel-
le, gerichtete Bewegungen spielen in allen Bereichen des Lebens eine wichtige Rolle. Wo
immer sich etwas anscheinend von alleine regt und rührt, jeder Schritt, jeder Atemzug, selbst
jeder Wadenkrampf ist ein sicheres Zeichen unserer Vitalität. Nicht nur dass Bewegungen in
allen Größenordnungen vorkommen, sie spielen auch bei einer Vielzahl verschiedenster Pro-
zesse eine wichtige Rolle: bei der Aufnahme und dem Transport von Nährstoffen in Vesikeln
genauso wie bei der Auftrennung der Schwesterchromatiden und der Zellteilung. Weiterhin
beispielsweise bei der amoeboiden Bewegung von Einzellern und Makrophagen sowie bei der
koordinierten Bewegung von Millionen Myosinmolekülen eines Muskels, die nötig sind, um
diesem Text mit den Augen zu folgen oder Fahrrad zu fahren (Abb. 1.1).
1.2 Motorproteine generieren gerichtete Bewegungen
In allen Organismen übernimmt die gerichtete Bewegung wichtige Aufgaben. Sie wird durch
sogenannte Motorproteine erzeugt, die den Stofftransport erheblich erleichtern. Ohne sie wür-
de der Transport entlang eines 1 m langen Neurons durch passive Diffusion ungefähr 1000
Jahre dauern, während Kinesine diese Strecke innerhalb einer Woche überwinden (Howard,
2001). Dabei wandeln Motorproteine die Bindungsenergie, die bei der Hydrolyse von ATP zu
1
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Abb. 1.1: Bewegung in lebenden Systemen. A) Amöboide Bewegung hervorgerufen durch Kontrak-
tion und Verschiebung von Aktinomyosin; B) Schematischer Aufbau eines Muskelbündels
aus Aktin und Myosin (Heinrich et al., 2006); C) HeLa-Zellen bei der Trennung der Schwes-
terchromatiden (Mitosespindel (grün), Chromosomen (blau), Kinetochor (rot)) (Stolz et al.,
2010).
ADP frei wird, direkt in mechanische Arbeit um. ATP ist ein energiereiches Nukleotid und der
universelle Energieträger in der Zelle (physiologische Energieausbeute der ATP-Hydrolyse:
ca. ΔG´ = -50 kJ/mol ATP (Koolman and Röhm, 1994). Es konnte gezeigt werden, dass Mit-
glieder der Kinesin-1 Familie pro Schritt ein ATP Molekül verbrauchen und dabei ungefähr
40 · 10-21Arbeit verrichten. Der daraus berechnete Wirkungsgrad der molekularen Maschi-
nen ist mit über 50 % sehr hoch und jedem von Menschenhand gebauten Motor (maximaler
Wirkungsgrad 35 %) überlegen. Bei F0F1-ATPasen liegt der Wirkungsgrad sogar zwischen
80 % und 100 % (Soong et al., 2000). Ein Grund dafür ist, dass diese Proteine die Energie
direkt umwandeln ohne dass dabei, wie es z. B. bei den Verbrennungsmotoren der Fall ist, der
Prozess über Zwischenstufen abläuft (Howard, 2001). Diese Art von Proteinen wird in zwei
Hauptgruppen unterteilt: die Rotationsmotoren und die linearen Motoren.
Rotationsmotoren sind in Membranen von Zellen und Organellen verankert. Das bekannteste
Beispiel eines Rotationsmotors ist die Basis der prokaryotischen Flagelle, die dem Organis-
mus Vorschub gibt und ihn somit zur Bewegung befähigt. Dabei wird durch ATP-Hydrolyse
der Flagellenmotor in Drehung versetzt. Das Funktionsprinzip kann auch umgekehrt werden.
Bei der F0F1-ATPase der Mitochondrien, die als ATP-Hauptlieferant in der Zelle fungiert,
wird die Energie eines Ionengradienten dazu verwendet, um am F0-Teil ATP aus ADP zu
regenerieren (Masaike et al., 2002; Noji et al., 1997; Kinosita et al., 1998). Im Gegensatz
dazu bewegen sich lineare Motoren, indem sie Kräfte auf Proteinﬁlamente des Zytoskeletts
2
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ausüben und sich so vorwärts ziehen (Vale, 2003). Prokaryoten exprimieren homologe Prote-
inketten, die die Aufgaben des Zytoskelettes übernehmen (Møller-Jensen et al., 2002; van den
Ent et al., 1999). Genau genommen müssen auch Helikasen, die DNA-Stränge entwinden, wie
RNA- und DNA-Polymerasen und Ribosome zu den linearen Motoren gezählt werden (Loh-
man et al., 1998). Sieht man davon ab, dass diese Proteine Arbeit verrichten, und fokussiert
man, dass sie keine gerichtete Bewegung erzeugen, liegt der Schluss nahe, sie besser nur als
Maschinen zu titulieren. Im nächsten Abschnitt wird das Zytoskelett, das als Widerlager zur
Fortbewegung der linearen Motoren benutzt wird, etwas genauer beschrieben.
1.3 Zytoskelett
Das eukaryotische Zytoskelett ist ein sehr dynamisches und komplexes Netzwerk aus Potein-
ketten. Neben den drei Hauptbestandteilen (Mikrotubuli, Aktinﬁlamente und Intermediärﬁla-
mente) sind noch eine Vielzahl von Hilfsproteinen an der Steuerung der Aktivität des Zytoske-
lettes beteiligt (Vale, 2001). Mikrotubuli und Aktinﬁlamente sind polare Strukturen. Mikro-
tubuli besitzen ein Plus-Ende und ein Minus-Ende. Analog werden sie bei Aktinﬁnamenten
„barbed end“ und „pointed end“ genannt. Der Teil mit der größeren Dynamik und Wachstums-
geschwindigkeit ist als Plus-Ende, bzw. „barbed end“, deﬁniert. Der Arp2/3-Komplex(actin-
releated protein 2/3) und Formine sind hoch konservierte Faktoren, die für die Bildung von
Aktinﬁlamenten wichtig sind (Pollard, 2007). Mikrotubuli sind an MTOCs (microtubule or-
ganising center) in der Nähe des Nukleus verankert und wachsen immer in Richtung des
Zellkortex, wesshlb sie sich hervorragend für den Langstreckentransport eignen. Die Stoff-
verteilung an der Zellperiferie übernimmt dann das Akto-Myosin Netzwerk. Die molekularen
Motorproteine können als eine Gruppe von Hilfsproteinen bezeichnet werden (Vale, 2001).
Bisher sind über 100 verschiedene Motorproteine des Mikrotubuli- und Aktin-Netzwerks cha-
rakterisiert, jedoch ist bisher kein linearer Motor des Intermediärﬁlamentnetzwerks bekannt
(Miki et al., 2003; Vale and Milligan, 2000; Vale, 2003). Diese drei Filamentfamilien arbeiten
zusammen und koordinieren im Wesentlichen den Stofftransport der Zelle. Die Superfamilie
der Myosine bindet an das Aktinnetzwerk, während Dyneine und Kinesine mit Mikrotubuli
zusammenarbeiten.
3
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1.4 Mikrotubuli-assoziierte Motorproteine
Der erste Vertreter der Superfamilie der Dyneine wurde in den 1960er Jahren in Cilien des Pro-
tozoen Tetrahymena thermophila entdeckt (Gibbons and Rowe, 1965). Im Allgemeinen wer-
den Dyneine als Minus-End-gerichtete Motorproteine bezeichnet, die am retrograden Trans-
port beteiligt sind. Als zweite Superfamilie der Mikrotubuli-assoziierten Motorproteine sind
die Kinesine zu betrachten (Vallee and Shpetner, 1990). Diese sind im Vergleich zu Dynein
sehr einfach aufgebaut und bestehen aus wenigen Untereinheiten (Vale, 2001). In den nächsten
Abschnitten werden der Aufbau und die Funktionsweise der Kinesine separat beschrieben.
1.5 Kinesine
Die in der Superfamilie der Kinesine zusammengefassten Proteine sind allgegenwärtig und in
allen eukaryotischen Zellen zu ﬁnden. Sie sind in viele Zellprozesse wie Vesikel- und Orga-
nellentransport, Auftrennung der Chromosomen und Signaltransduktion integriert. Als erstes
Mitglied dieser Familie wurde das Kinesin-1 (konventionelles Kinesin) aus den Neuronen
eines Tintenﬁsches untersucht (Vale et al., 1985). Bis heute sind mehr als 150 Kinesine iden-
tiﬁziert. Als strukturelle Gemeinsamkeit besitzen alle Kinesine eine Motordomäne, die die
Mikrotubuli-Bindestelle enthält und für die Hydrolyse von ATP, und somit für die Bewegung
des Kinesins, verantwortlich ist. Man kann die Kinesine nach der Lage der Motordomäne in
drei große Gruppen unterteilen: N-terminal, zentral und C-terminal. Dabei ist die Lage des
Motors verantwortlich für die Bewegungsrichtung des Kinesins auf den Mikrotubuli. Die am
häuﬁgsten vorkommenden Kinesine mit N-terminalem Motor bewegen sich auf Mikrotubuli
in Richtung Plus-Ende (Endow, 1999; Woehlke and Schliwa, 2000; Vale, 2001). Es gibt aber
auch wenige Ausnahmen. Die Kinesine der Gruppe 14, bei denen der Motor am C-terminalen
Ende liegt, bewegen sich auf Mikrotubuli zum Minus-Ende. Bei zentraler Motorlage binden
die Proteine an Mikrotubuli und wirken als Depolymerase. Nach Lawrence et al wurden die
Nomenklatur der Kinesingruppen 2004 erneuert und in 14 Gruppen eingeteilt.
Die Kinesin-1-Proteine (früher: konventionelle Kinesine) ist die am besten untersuchte und
verstandene Gruppe der Kinesine (Abb. 1.2). Kinesin-1 sind tetramere Proteine, die aus zwei
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Abb. 1.2: Schematische Zeichnung eines Kinesin-1 Moleküls mit „schweren“ (grau) und „leich-
ten“ (grün) Ketten. Man erkennt die katalytischen Motordomänen (blau) , die Halsregion
(hellblau) und die an der Ladungsbindung beteiligten Schwanzregion (violett) (verändert
nach Vale (2003)).
gleichen, „schweren“ (100 - 120 kDa) und zwei „leichten“ (55 - 65 kDa) Ketten bestehen
(Bloom et al., 1988; Scholey et al., 1989). Jede „schwere“ Kette besteht aus einer N-terminalen,
globulären Motordomäne (Kopf), die die Bindestellen für Mikrotubuli enthält und Ort der
ATPase-Aktivität ist. Diese ist über eine kurze Peptidsequenz („neck-linker“, ca. 15 AA) mit
der „Hals“-Region verbunden (Kozielski et al., 1997). Die „schweren“ Ketten des Kinesin-1
bilden hier einen coiled-coil, über den sie dimerisieren (de Cuevas et al., 1992; Tripet et al.,
1997). Weiter in Richtung C-Terminus der „schweren“ Ketten beﬁndet sich eine bewegliche
Region (Gelenkregion), ein „Stamm“ und ein globulärer „Schwanz“ (Yang et al., 1989). Der
Stamm enthält zwei weitere coiled-coils, die durch ﬂexible Bereiche unterbrochen sind. Die-
se ﬂexiblen Bereiche dienen der Autoinhibition, bei der der globuläre Schwanz in Richtung
der Kopfregion geklappt wird und dort bindet. In diesem Zustand beﬁndet sich das Kinesin
wenn es nicht beladen ist. Da unbeladene Kinesine nicht über die Mikrotubuli laufen, spart
der Organismus somit ATP. Die „leichten“ Ketten binden am Schwanz und unterstützen die
Bindung der Ladung an das Kinesin (Hackney, 1992; Hirokawa et al., 1989; Jiang and Sheetz,
1995; Verhey and Rapoport, 2001). Eine der wichtigsten Eigenschaften von Kinesinen ist die
Fähigkeit sich prozessiv fortzubewegen und dabei große Strecken zurückzulegen.
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1.6 Das Bewegungsmodell konventioneller Kinesine
Konventionelle Kinesine sind Dimere, die sich prozessiv bewegen.Dies bedeutet, dass sie
mehrere Schritte machen können, ohne sich dabei vom Mikrotubulus zu lösen. Zur Veran-
schaulichung hat man sich auf das sogenannte asymetrische „hand-over-hand“-Modell geei-
nigt, das in Abbildung 1.3 graphisch dargestellt ist (Asbury et al., 2003). Zunächst stand ein
zweites Modell, das „inchworm“ Modell, zur Debatte, wurde aber aufgrund mehrerer Unter-
suchungen verworfen (Asbury et al., 2003; Yildiz et al., 2004).
Abb. 1.3: Schematische Darstellung des „hand-over-hand“ Bewegungsmodells konventioneller
Kinesine (Kawaguchi and Ishiwata, 2001). Die α- und β- Tubulinuntereinheiten sind als
Kugeln dargestellt; weitere Erklärungen im Text.
Im „hand-over-hand“-Modell wird der Reaktionsablauf eines Kinesins wie folgt beschrieben:
Freies Kinesin trägt in jedem seiner Köpfe ADP gebunden. Kommt es zum Kontakt eines
Kopfes mit Mikrotubuli, bindet dieser an den Mikrotubulus und gibt sein gebundenes ADP
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frei, wodurch es zu einer festen Bindung kommt (Arnal and Wade, 1998). Der zweite Kopf
bleibt frei beweglich, wesshalb Berührungen zwischen dem zweiten Kopf und dem Mikro-
tubulus stattﬁnden können, jedoch kommt es nicht zu einer festen Bindung (A) (Thormählen
et al., 1998). Aus der ATP Aufnahme am gebundenen Kopf resultiert eine Konformationsände-
rung am „neck-linker“ wodurch es dem ungebundenen Kopf ermöglichtwird, in Laufrichtung
an das gleiche Protoﬁlament zu binden (B) (Ray et al., 1993; Rice et al., 1999). Wenn dieser
gebunden hat, kommt es ebenfalls zur Freigabe von ADP. Eine internen Spannung verhindert,
dass ATP an den vorderen Kopf bindet (C + D) (Hoenger et al., 2000). Erst nach Hydrolyse
des ATPs und Freigabe des Phosphats am hinteren Kopf verschwindet diese Spannung und
der vordere Kopf kann ATP aufnehmen (E) (Hackney, 1994a). Das System ist nun wieder in
seiner Ausgangslage (A) abgesehen davon, dass sich das Kinesin um einen 8 nm Schritt in
Laufrichtung auf dem Mikrotubulus bewegt hat (Vale and Milligan, 2000; Mandelkow and
Johnson, 1998).
Aufgrund dieser Arbeitsweise ist es dem Kinesin möglich, prozessiv über das Mikrotubulige-
rüst der Zelle zu laufen. Es durchläuft Hunderte dieser Zyklen und bewegt sich so mehrere μm
ohne den Kontakt zum Mikrotubulus zu verlieren (Gilbert et al., 1995; Hackney, 1994b; Ma
and Taylor, 1997a). In einem Motilitäts-Test wurde zum ersten Mal gezeigt, dass sich Mikro-
tubuli auch auf einzelnen Kinesindimeren bewegen können und, dass ein einzelner Dimer eine
Latexkugel über Mikrotubuli ziehen kann. Die schrittweise Fortbewegung einzelner Kinesine
wurde mittels einer in einem Laser festgehaltenen, mit Kinesinen beschichteten Latexkugel
gemessen. Dabei konnte gezeigt werden, dass ein Kinesinmolekül bei jedem 8 nm Schritt eine
Kraft von mehr als 5 pN erzeugen kann (Howard, 1996).
Im Gegensatz zu den dimeren, konventionellen Kinesinen beruht die Bewegung von monome-
ren Kinesinen wie dem humanen KIF1A auf Diffusion. Der durch ATP Bindung verursachte
Kraftschlag bevorzugt eher die Diffusion zum Plus-Ende des Mikrotubulus als zum Minus-
Ende. Elektrostatische Interaktionen zwischen dem K-loop von KIF1A und dem E-hook des
Mikrotubulus unterstützten diese gerichtete Diffusion, ohne dass sich dabei das Kinesin voll-
ständig vom Mikrotubulus löst (Okada and Hirokawa, 2000; Okada et al., 2003).
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1.7 Kinesin-7
Die Mitglieder der früher als CENP-E (centromer binding protein - E) bekannten Gruppe der
Kinesin-7 ﬁndet man in Organismen vieler Familien, von Amoeben über Pilze bis hin zu den
Vertebraten (Schoch et al., 2003; Weaver et al., 2003). In vivo-Studien haben gezeigt, dass sie
eine wichtige Rolle bei der Anordnung und Auftrennung der Chromosomen spielen (Brown
et al., 1996; Antonio, 2000). Dabei lokalisieren sie im Kinetochor, einem Multiproteinkom-
plex, der sich am Zentromer der Chromosomen bildet (Cleveland et al., 2003; Cheeseman
et al., 2004). Vergleicht man die Kinesin-7 verschiedener Organismen , ﬁnden sich teils er-
hebliche strukturelle und funktionelle Unterschiede. Xenopus leavis CENP-E zeigt eine Plus-
end-gerichtete Motoraktivität, während zwei weitere Kinesin-7 aus höheren Eukaryoten keine
oder Minus-end-gerichtete Aktivität zeigen (Thrower et al., 1995; Wood et al., 1997). So sind
die Kinesin-7 der Vertebraten mit ungefähr 300 kDa erheblich größer als die der Pilze (Abb.
1.4).
Beim menschlichen Kinesin-7 (CENP-E) konnte die Regulation durch Phosphorylierung ge-
zeigt werden (Kim et al., 2010). Die Schwanzdomäne beim unphosphorylierten Protein bindet
an die Kopfdomäne und inhibiert so die Aktivität des Kinesins. Die Phosphorylierung der
Abb. 1.4: Vergleich von Kinesin-7 aus verschiedenen Organismen mit den wichtigsten Merkma-
len. (Rote Balken: Motordomäne; blaue Balken: Coils; schwarzer Strich: ATP Bindestelle):
S. pombe Tea2 (NM001022541.1): 70 kDa; S. cerevisiae Kip2 (Z73511.1): 78,3 kDa; A. ni-
dulans KipA (AJ622826.1): 97,6 kDa; N.crassa (AABX02000006.1): 101 kDa; U.maydis
Kin7a (U92844.1): 156,9 kDa; H.sapiens CENP-E (NM001813.2): 316,4 kDa.
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Schwanzdomäne durch MSP1 (monopolar spindel protein 1) oder CDK1-cyclinB führt hier
zur Entfaltung und somit Aktivierung. Das Protein MSP1 ist Teil der Ladung des CENP-E,
während CDK-cyclinB nur in der Mitose aktiv ist (Espeut et al., 2008; Brown et al., 1994).
Durch koordinierte Phosphorylierung der beiden Kinasen kann die Aktivierung genau gesteu-
ert werden. Zusätzlich gibt es eine weitere Stelle, an der das Kinesin-7 phosphoryliert wird.
Bei HeLa-Zellen konnte gezeigt werden, dass die Kinasen Aurora A und B ein stark konser-
viertes Threonin phosphorylieren. Die phosphorylierten CENP-E reichern sich an den Spin-
delapparaten an und verdrängen die dort gebundene Protein-Phosphatase-1 (PP1), während
sie eine verringerte Speziﬁtät für einzelne Mikrotubuli besitzen. Dieser Zustand ist wichtig,
um die Chromosomen im Zellmittelpunkt aufzureihen. Nach erfolgter Ausrichtung bindet das
durch PP1 dephosphorylierte CENP-E fest an die Mikrotubuli und stabilisiert die Kinetochor-
Mikrotubuli Interaktion (Kim et al., 2010; Liu et al., 2007; Sampath et al., 2004; Tulu et al.,
2006; Lan et al., 2004). Die Funktion des Kinesin-7 wird aber nicht nur durch Phosphorylie-
rung reguliert, sondern auch durch oszillierende Proteinlevel gesteuert (Funabiki, 2000; Mayr
et al., 2007; Levesque and Compton, 2001). Bei S. cerevisiae wurde gezeigt, dass beiΔKip2p-
Mutanten die Anzahl der zytoplasmatischen Mikrotubuli verringert ist, während eine Überex-
pression zu längeren Mikrotubuli führt (Hunter and Wordeman, 2000). Es wurde gezeigt, dass
Kip2p das CLIP-170-Homolog Bik1p zum Plus-Ende der Mikrotubuli transportiert, wo dieses
die Filamente stabilisiert (Carvalho et al., 2004; Wolyniak et al., 2006). Außerdem verankert
Bik1p den möglichen Dynein-Aktivator Pac1p am Plus-Ende. In A. nidulans wird der Trans-
port von Dynein zum Plus-Ende der Mikrotubuli durch das Kinesin-1 KinA vermittelt (Zhang
et al., 2010; Sheeman et al., 2003; Lee et al., 2003). Das S. pombe Kinesin-7 Tea2 transportiert
Tea1 und das CLIP-170 Homolog Tip1p zum Mikrotubuli Plus-Ende. Tip1p und Mal3 verlän-
gern die Mikrotubuli ständig. Dies ist zur Ausbildung der Polarität der Zelle notwendig (Abb.
1.5) (Browning et al., 2003; Busch and Brunner, 2004; Busch et al., 2004; Brunner, 2000).
Im Gegensatz zu den Hefen übernimmt das Kinesin-7 KipA bei A. nidulans andere Aufgaben
(Lenz et al., 2006). Es ist nicht verantwortlich für die Positionierung des CLIP-170 Homolog
CLIPA. ΔKipA-Mutanten zeigen eine Störung in der Wachstumsrichtung und ein kurviges
Wachstum auf (Konzack et al., 2005). Bei U. maydis, der zwei Kinesin-7 Mitglieder (Kip7a
9
KAPITEL 1. EINLEITUNG
Abb. 1.5: Transport und Positionierung von Zellendmarkern in S. pombe und A. nidulans. In S.
pombe wird Tea1 von Tea2 an die Spitze der Mikrotubuli transportiert und akkumuliert dort.
Tip1 verlängert die Mikrotubuli bis sie den Zellkortex erreichen wo es für die Ausbildung der
Zellpolarität wichtig ist. In A. nidulans hat es eine ähnliche Funktion, mit dem Unterschied,
dass TeaA anscheinend nicht durch KipA transportiert wird, da es auch inΔkipA Umgebung
im Spitzenkörper lokalisiert. Homologe sind gleich eingefärbt; weitere Informationen im
Text. (Verändert nach Fischer et al. (2008))
und Kip7b) besitzt, zeigen weder Einzel- noch Doppelmutanten Störungen in Hyphenwachs-
tum oder Zellpolarität (Schuchardt et al., 2005).
1.8 Molekulare Motoren in der Nanotechnologie
Der hohe Wirkungsgrad ist nur eines der Merkmale, die molekulare Motoren für die Nano-
technologie interessant machen. Ein weiterer Vorteil in der Anwendung ist ihre geringe Größe,
sodass viele Motoren auf kleinstem Raum arbeiten können. Außerdem sind sie durch Expres-
sion in Bakterien einfach und kostengünstig herzustellen und können mit einer Vielzahl bio-
chemischer Werkzeuge an eine bestimmte Aufgabe angepasst werden (Diez et al., 2004).
So wurde ein Aktinﬁlament an den Propeller einer F0F1-ATPase über Biotin-Streptavidin-
Bindung gekoppelt. Anschließend konnte der so aufgebaute Rotationsmotor durch 2 mM ATP
gestartet und durch Natriumazid wieder gestoppt werden. Dabei entwickelt der 8 · 14 nm
große, molekulare Motor ein Drehmoment von bis zu 100 pN·nm (Soong et al., 2000). Als
Energieliferanten könnten Polymervesikel dienen, die Bakteriorhodopsin, einer, durch Licht
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induzierbaren Protonenpumpe, und eine F0F1-ATP-Synthase enthalten (Choi and Montema-
gno, 2005) (Abb. 1.6). In Zukunft könnte dieser Aufbau als Antrieb für Nanoroboter verwen-
det werden.
Abb. 1.6: Schema eines ATP-Lieferanten aus Licht. Bakteriorhodopsin pumpt durch Lichteinﬂuss
Protonen in das Vesikel. Der dadurch entstandene Gradient nutzt die F0F1-ATP Synthase zur
ATP Herstellung. Es könnte als treibende Kraft für Motorproteine dienen. (Verändert nach
Choi and Montemagno (2005))
Auch Kinesine können außerhalb der Zelle verwendet und untersucht werden. Dafür heftet
man die Motoren an eine Oberﬂäche, worüber die Mikrotubuli hinweggleiten können. Dieses
als Motilitäts-Test bekannte Experiment gibt Aufschluss über die Direktionalität, Geschwin-
digkeit und Kraft der Proteine (Chandra et al., 1993). Das ganze Experiment lässt sich auch
umgekehrt aufbauen, sodass die Kinesine über die Mikrotubuli laufen. Hiermit gewinnt man
Informationen über einzelne Kinesinmoleküle, kann diese genau verfolgen und die Laufdauer
bestimmen.
Die selektive Bindung der Mikrotubuli an Oberﬂächen über Kinesine kann durch Einsatz von
PNIPAM (poly(N-isopropylacrylamide)) gesteuert werden. Dieses Polymer zieht sich bei Er-
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höhung der Temperatur von 27 ◦C auf 35 ◦C zusammen und ermöglicht so erst die Kinesin-
Mikrotubuli-Bindung (Ionov et al., 2006). Man kann den Lauf von Mikrotubuli in einem
Motilitäts-Test mit verschiedenen Ansätzen in Raum und Zeit kontrollieren. Räumliche Kon-
trolle wird durch topograﬁsche und chemische Veränderung der Oberﬂäche erreicht (Clem-
mens et al., 2003; Hess et al., 2002; Dennis et al., 1999). Ein weiteres, zu lösendes Problem
in der Anwendung von Kinesinen ist die Kontrolle der Laufrichtung der Mikrotubuli. Die Ori-
entierung der auf der Oberﬂäche gebundenen Kinesine ist nicht festgelegt, da die Kopfregion
durch den ﬂexiblen Stamm sehr beweglich ist. Hier müssen durch aufwendige Topographien
die Filamente in eine Richtung gelenkt werden. Eine weitere Möglichkeit, die Mikrotubuli
zu lenken, ist die Ablenkung durch hydrodynamischen Fluss oder elektrische Felder (Stracke
et al., 2000, 2002; van den Heuvel et al., 2006).
Abb. 1.7: Transport mittels molekularer Motoren. A) Topographie in Pfeilform führt zu Anreiche-
rung auf der linken Seite, bei Gleichverteilung am Anfang des Laufs (Hiratsuka et al., 2001).
B) Auseinanderziehen von an Mikrotubuli gebundene DNA durch Kinesine (Dinu et al.,
2006)). C) Ein thermosensitives Polymer (PNIPAM) kann verwendet werden, um den Mi-
krotubulitransport an- oder abzuschalten (Ionov et al., 2006). D) Lenkung von Mikrotubuli
durch Anlegen eines elektrischen Feldes (van den Heuvel et al., 2006).
Der Effekt hierbei beruht auf der negativen Nettoladung, die an Mikrotubuli und Aktinﬁlamen-
ten in einem inhomogenen, elektrischen Feld (Dielektrophorese) induziert wird (Asokan et al.,
2003). Durch Verwendung verschieden modiﬁzierter ATP-Moleküle kann man den Lauf der
Mikrotubuli starten oder stoppen. Photosensitives caged-ATP kann erst biologisch aktiv wer-
den, wenn durch UV-Bestrahlung ATP freigesetzt wird (Hess et al., 2001).
Das nicht hydrolysierbare ATP-Homolog AMP-PNP kann die Arbeit der Kinesine stoppen. Es
kann anschließend durch Zugabe hoher ATP-Konzentrationen wieder von der ATP-Bindestelle
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verdrängt werden. Des Weiteren kann man Tubulin modiﬁzieren und es wurde gezeigt, dass
sich Moleküle daran koppeln und transportieren lassen (Hess et al., 2001; Diez et al., 2003).
In Zukunft können molekulare Motoren entlang vorbestimmter Strecken auf Oberﬂächen lau-
fen. Eine Möglichkeit könnte der Transport von Stoffen, wie DNA oder Proteine, aus einem
Reservoir in eine Reaktionskammer sein, in der die Analyse in einem abgeschlossenen Raum
im Nanomaßstab stattﬁnden kann.
1.9 Ziel der vorliegenden Arbeit
Kinesine sind ein Forschungsgebiet, das immer mehr an Wichtigkeit gewinnt. Fehlerhafte Pro-
teine können zu diversen Krankheiten wie z. B. Chorea Huntington führen, bei denen meistens
der Stofftransport in einer Zelle betroffen ist (Colin et al., 2008). Da Kinesin-7 Proteine wich-
tig zur Aufreihung der Chromosomen sind und sie die „Check“-Punkte während der Mitose
steuern, werden diese Proteine als Ansatzpunkt zur Bekämpfung schnell wachsender Tumor-
zellen untersucht (Mao et al., 2003). Die Analyse dieser Proteine, sei es im Menschen oder
in anderen Organismen ist wichtig um zu verstehen, wie Kinesine funktionieren. Zu diesem
Zweck wurden verschiedene Konstrukte des Kinesine-7 KipA aus Aspergillus nidulans bakte-
riell in E. coli exprimiert und aufgereinigt. Anschließend wurden diese biochemisch charakte-
risiert, ihre Motilität und der ATP-Umsatz gemessen. Vergleichbare Untersuchungen wurden
schon bei humanen Kinesin-7 durchgeführt, die sich jedoch strukturell wesentlich von pilzli-
chen Kinesin-7-Proteinen unterscheiden.
Besonders wichtig sind die Anwendungen dieser Nanomotoren. Aufgrund ihrer einmaligen
Eigenschaften könnten Kinesine in Zukunft bei lap-on-a-chip zur Anwendung kommen, wo-
zu verschiedene chimäre Konstrukte hergestellt wurden. Einerseits um die Kinesine auf Ober-
ﬂächen zu heften, wurde ein Kinesin-Hydrophobin Fusionsprotein hergestellt. Hydrophobine
sind kleine, amphiphile Proteine, die auf Oberﬂächen eine Einfachschicht bilden. Es ist be-
kannt, dass Hydrophobine sehr gut und dauerhaft auf nahezu allen Oberﬂächen haften (Wös-
ten, 2001). Andererseits wurde an die Motordomäne des Kinesins eine PH-Domäne fusioniert,
um den Transport von bestimmten Lipidvesikeln zu ermöglichen. Diese Vesikel könnten als
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Transporthülle für diverse Stoffe dienen, wie sie in ähnlicher Form vielfach in der Zelle vor-
kommen.
In Zukunft könnte ein solches Transportsystem für den vielseitigen Stofftransport bei „lab-on-
a-chip“-Anwendungen verwendet werden. So könnten mit Antiköpern gekoppelte Kinesine
eine gewünschte Substanz aus einer Stoffmischung herausfangen und diese zum Nachweis in
einen separaten Reaktionraum transportieren.
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2 Ergebnisse
2.1 Transportsystem im Nanomaßstab
Die herausragenden Eigenschaften der molekularen Motoren wurden schon kurz nach ih-
rer Entdeckung durch Vale et al. (1985) untersucht. Yang et al. (1989) versuchen als Erste
die Proteine bei in vitro Anwendungen einzusetzen . Bakteriell exprimierte Kinesine wurden
bevorzugt verwendet, da sie viel einfacher aufgebaut sind als die hochmolekularen Dynein-
Komplexe. Bisher wurden diese Motoren in vitro eingesetzt, indem sie durch diverse Me-
thoden auf Oberﬂächen ﬁxiert und Mikrotubuli darüber transportiert wuden. Die bewegten
Filamente wurden dabei mit verschiedenen Ladungen bestückt und dienten so als Lastenträ-
ger (Brunner et al., 2007).
In dieser Arbeit soll ein in vitro Transportsystem entwickelt werden, das aus den Kinesin-
Mikrotubuli-Komplexen besteht, aber eher die natürliche Situation des Transports in der Zelle
nachstellt. Dabei sollen die Mikrotubuli als Transportwege dienen, über die Kinesin-beladene
Vesikel transportiert werden.
Als Vorbild dieses Transportsystems dient der Langstreckentransport, wie er in jeder euka-
ryontischen Zelle stattﬁndet. Dabei werden Lasten durch Kinesine auf dem Mikrotubuliskelett
über weite Strecken transportiert. Ein Beispiel hierfür ﬁndet man in Pilzen, bei denen Stoffe
über mehrere μm transportiert zur Hyphenspitze, dem Ort des größten Wachstums, werden
müssen (Schuchardt et al., 2005). Bei bisherigen in vitro-Experimenten wurden die Mikrotu-
buli mit α-Tubulin-Antikörpern auf einem Untergrund ﬁxiert und konnten dann als „Straßen“
eingesetzt werden (Varga et al., 2009). Auch die Fixierung durch Kinesinkonstrukte ist mög-
lich, die über bestimmte Domänen auf der Oberﬂäche ﬁxiert sind. Zusätzlich wurde in der
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Abb. 2.1: Modell eines Transportsystems aus Bestandteilen einer Zelle. Dabei werden rigor-
Mutatanten der Motordomäne des humanen Kinesins Kif5A über daran fusionierte, pilzliche
Hydrophobine (DewA) auf Oberﬂächen geheftet (Kif5ArigorDewA). Die Fusionsproteine
halten Mikrotubuli selbst bei einem Überschuss an ATP fest. Über die ﬁxierten Mikrotu-
buli transportieren Fusionsproteine aus der Motordomäne des Kif5A und einer pleckstrin
homology (PH)-Domäne die daran gebundenen Lipidvesikel.
ATP-Bindestelle der Kinesine eine rigor-Mutation eingefügt, die die ATP-Hydrolyse verhin-
dert und es so zu einer festen Kinesin-Mikrotubuli-Bindung kommt (Nakata and Hirokawa,
1995). Über diese „Straßen“ sollen nun Vesikel transportiert werden. Dieser Transport wird
durch aktive Kinesine vermittelt, an deren C-Terminus das Lipidvesikel gebunden ist (Abb.
2.1).
Für den Aubau dieses Transportsystems waren mehrere Schritte notwendig: Zuerst muss-
ten Mikrotubuli ﬁxiert werden. Dafür wurden Ansätze mit unterschiedlichen rigor-Kinesin-
Konstrukten gewählt. Durch die Fusionierung der Motordomäne des Kinesins Kif5A mit dem
pilzlichen Hydrophobin DewA, das auf diversen Oberﬂächen haftet (Wösten, 2001). Anderer-
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seits wurden die Motordomänen der Kinesin-rigor-Mutanten über ihren Polyhistidin-Tag mit
Lipiden auf der Oberﬂäche chelatiert, die ein Ni-Ion in der Kopfgruppe tragen (Sekula et al.,
2008).
Um Lasten über die so immobilisierten Mikrotubuli zu transportieren ist eine Verbindung zwi-
schen Kinesin und Ladung notwendig. Dies wurde zum einen durch Verwendung eines Pro-
teins verwirklicht, das direkt auf der Oberﬂäche eines Latexkügelchens haftet (Kif5A). Zum
anderen wurde der Kinesinmotor mit einer PH-Domäne, einer Membranbindedomäne, fusio-
niert (Kif5APH). Dieses Fusionsprotein konnte an lipidbeschichtete Nanopartikel binden.
2.1.1 Immobilisierung der Mikrotubuli
Zur Entwicklung eines Transportsystems im Nanomaßstab wurde zuerst das Fusionsprotein
aus der Motordomäne des Kif5A und aus dem Hydrophobin DewA (Kif5ArigorDewA), zur Im-
mobilisierung der Mikrotubuli hergestellt. Als Basis für die Klonierung der Konstrukte diente
ein Plasmid, das freundlicherweise von Günther Woehlke von der LMU München zur Verfü-
gung gestellt wurde (Ebbing et al., 2008). In E. coli exprimiert dieses Plasmid ein Fusionspro-
tein aus der Motordomäne des humanem Kif5A und der C-terminalen Schwanzdomäne des
Kif5B (Kif5A). Mit Hilfe phosphorylierter Primer wurde die Schwanzdomäne deletiert, um
die Motordomäne alleine zu erhalten (Kif5A-tail). Über geeignete Primer wurden zusätzlich
Restriktionsschnittstellen (BamHI und PstI) eingefügt und das PCR-Produkt durch blunt-end-
Ligation zu einem zirkulären Plasmid geschlossen (pTS25). Über die Schnittstellen konnte
die Motordomäne des humanen Kinesin-1 Kif5A mit dem pilzlichen Hydrophobin DewA
(115 aa) aus A. nidulans C-terminal fusioniert werden (pTS26) (Stringer and Timberlake,
1995). Zur Klonierung musste cDNA verwendet werden, da dewA zwei Introns (bp 290 - 380
und bp 455 - 507) enthält. So entstand das Fusionsprotein Kif5ADewA (Abb. 2.2).
Die amphiphilen Eigenschaften des Hydrophobins ermöglichten die Fixierung des Fusions-
proteins auf verschiedenen Oberﬂächen (Wösten, 2001). Zum Nachweis der Funktionalität
des Konstrukts wurden zuerst Motilitäts-Test auf verschiedenen Oberﬂächen durchgeführt.
Die Transportgeschwindigkeiten von Kif5ADewA wurden mit der von Kif5A und einem wei-
teren Fusionsprotein, KinA441DewA, verglichen. Bei diesem Konstrukt ist statt der Motordo-
17
KAPITEL 2. ERGEBNISSE
Abb. 2.2: Schema dreier Konstrukte zur Mikrotubulibindung. Bei dem ursprünglichen Konstrukt
Kif5A wurde der C-terminale Teil (Kif5B tail) deletiert und durch das Hydrophobin DewA
ersetzt. Beim anderen Fusionsprotein wurde die Motordomäne des A. nidulans Kinesin-1,
KinA, mit dem Hydrophobin fusioniert (KinA441DewA). Zur Immobilisierung der Mikro-
tubuli wurde anschließend bei den Konstrukten eine rigor-Mutation eingeführt.
mäne des Kif5A, die des konventionellen Kinesins aus A. nidulans (441aa), KinA, mit DewA
fusioniert (pTS10). Dazu wurde die Aminosäuresequenz von KinA441DewA aus dem Plasmid
pPS12 mit den Primern KinA441 for und KinA441 rev ampliﬁziert und in den pET21b-Vektor
kloniert. Auch die Motilität dieses Proteins wurde auf verschiedenen Oberﬂächen analysiert.
Um zu testen, ob sich die Konstrukte zur Immobilisierung der Mikrotubuli eignen, wurde zu-
nächst die Motilität und damit die Funktionalität der verschiedenen Fusionsproteine getestet.
Motilität der Konstrukte
Nach bakterieller Expression des Kif5ADewA-Konstrukts konnte die Aktivität des Fusions-
proteins gemessen werden. Die enzymatische Aktivität der Kinesinproteine wurde in einem
gekoppelten, enzymatischen ATPase-Test bestimmt, indem die ATP-Umsatzrate gemessen
wurde. Zur Durchführung dieses Tests mussten zuerst die aktiven Proteine von den inaktiven
getrennt. Nach der Afﬁnitätsaufreinigung über eine Ni-NTA-Säule wurde eine Aktivitätsauf-
reinigung durchgeführt. Die Messungen der ATPase-Aktivitäten der Konstrukte ergaben beim
anschließenden Vergleich, dass sich die Aktivitäten nicht wesentlich unterschieden (Tab. 2.1).
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Tab. 2.1: ATPase-Aktivität der Konstrukte Kif5A und Kif5ADewA
Konstrukt k cat [s-1] K 0,5;Mt [μM]
Kif5A 15,5 ± 1,6 0,86 ± 0,20
Kif5ADewA 11,4 ± 0,4 0,79 ± 0,09
Die ATPase-Aktivitäten der Proteine Kif5A und Kif5ADewA wurden aus zwei unabhängigen
Aufreinigungs- und Versuchsdurchführungen bestimmt. Mit 15,5 ± 1,6 s-1 liegt die enzyma-
tische Aktivität von Kif5A etwas über der von Kif5ADewA (11,4 ± 0,4 s-1).
Die Prüfung der Einsatzfähigkeit des Kinesin-Hydrophobin-Fusionsprotein erfolgte auf ver-
schiedenen Oberﬂächen. Dazu wurde das Konstrukt über sein His6-Tag aufgereinigt und im
Motilitäts-Test, im ATP-Überschuss, auf verschiedenen beschichteten Glasoberﬂächen einge-
setzt. Die Beschichtung erfolgte zusammen mit dem Institut für Nanotechnologie (INT) des
KIT indem verschiedene Silanen (PFMS, APTMS und OTS) und Plexiglas (PMMA) aufge-
bracht wurden. Des Weiteren wurden Motilitäts-Tests der Konstrukte auf verschieden gerei-
nigten Gläser (mit Plasma (10 Sccm O2; 100 mTor; 30 WRF; 5 min) und Detergenz (Helix I
(Braum); 30 min; mit H2O abgespült)) druhgeführt. Die Geschwindigkeiten unterschieden
sich auf verschiedenen Oberﬂächen teils erheblich. Auf PFMS-beschichteten Gläsern wurden
die Mikrotubuli mit 17,4 μm/min mehr als doppelt so schnell transportiert wie auf APTMS-
Oberﬂächen (6 μm/min). Ähnliche Unterschiede ergaben sich auch bei Geschwindigkeitsmes-
sungen mit Kif5A auf den gleichen Oberﬂächen (Abb. 2.3).
Somit schien die Art der Oberﬂäche die Aktivität des Kinesine-Mikrotubuli-Komplexes zu
beeinﬂussen. Wie das geschieht, muss noch genauer untersucht werden.
Das pilzliche Hydrophobin DewA bindet bekanntlich auch fest an Teﬂon (Schmoll et al.,
2010). Bei dem Fusionsprotein Kif5ADewA konnte aber weder eine Bindung noch ein Trans-
port von Mikrotubuli beobachtet werden.
Weiterhin fällt auf, dass die durch Kif5ADewA angetrieben Mikrotubuli im Vergleich zu de-
nen von Kif5A immer etwas langsamer sind (Abb. 2.3). Da Kinesin bei jedem Schritt ein ATP-
Molekül verbraucht, würde man bei einer ATP-Umsatzrate bei Kif5A von 15,5 ± 1,6 s-1 eine
Geschwindigkeit von (15,5± 1,6 s-1 · 8 nm) = 7,68± 0,53 μm/min erwarten. Bei Kif5ADewA
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Abb. 2.3: Motilität von Kif5A und Kif5aDewA auf verschiedenen Oberﬂächen [in μm/min]. Es ist
gut zu erkennen, dass die Mikrotubuli auf unterschiedlichen Oberﬂächen mit verschiedenen
Geschwindigkeiten transportiert werden.
Tab. 2.2: Gleitgeschwindigkeiten von Mikrotubuli auf den Konstrukten Kif5ADewA, Kif5A und
KinA441DewA [in μm/min] (n.a.:nicht analysiert)
Behandlung Kontakt- Kif5ADewA Kif5A KinA441DewA
winkel Mittelwert n Mittelwert n Mittelwert n
Plasma 9 ± 1,0 ◦ 17,28 ± 2,0 107 27,16 ± 2,6 117 25,74 ± 5,5 100
Detergenz 12 ± 1,0 ◦ 12,60 ± 0,6 117 23,40 ± 1,2 107 n.a. n.a.
PFMS 50 ± 1,0 ◦ 5,78 ± 1,2 112 8,71 ± 1,3 102 n.a. n.a.
unbehandelt 56 ± 3,0 ◦ 12,64 ± 0,9 132 23,22 ± 1,4 129 17,10 ± 5,0 117
PMMA 73 ± 0,7 ◦ n.a. n.a. n.a. n.a. 29,94 ± 4,5 117
APTMS 83 ± 4,0 ◦ 9,31 ± 1,6 123 18,68 ± 1,0 121 n.a. n.a.
OTS 106 ± 0,3 ◦ 9,60 ± 1,4 130 21,91 ± 1,6 100 n.a. n.a.
Teﬂon 140 ± 1,2 ◦ 0 n.a. 0 n.a. n.a. n.a.
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ergibt sich bei dieser Rechnung eine erwartete Geschwindigkeitvon 5,47 ± 0,19 μm/min. Die
im Motilitäts-Test gemessenen Geschwindigkeiten überschreiten diese Werte teilweise erheb-
lich.
Motilitäts-Tests mit Kif5A-tail auf jeder dieser Oberﬂächenarten zeigten dabei keine Bindung
der Mikrotubuli. Die Haftung des Kif5ADewA-Proteins und somit die der Mikrotubuli hängt
demnach von der Fusion mit dem Hydrophobin ab.
Um den Einﬂuss der Oberﬂäche auf die Aktivität von Kinesinen zu bestätigen wurde noch ein
weiteres Kinesin-Hydrophobin-Fusionsprotein exprimiert, das KinA441DewA. Es enthält im
Vergleich zu Kif5ADewA den Motor von Kinesin-1, KinA, aus A. nidulans statt der huma-
nen Motordomäne. Das Protein transportiert Mikrotubuli auf Glas mit einer Geschwindigkeit
von 17,1 ± 5 μm/min. Bei diesem Konstrukt unterscheidet sich die Geschwindigkeit auf Glas
ebenfalls von der auf PMMA oder mit Plasma gereinigtem Glas (Tab. 2.2).
Da Kif5ADewA an allen möglichen Oberﬂächen gebunden hatte und funktionell war, wur-
de entschieden, die Fixierung der Mikrotubuli durch die rigor-Mutante von Kif5ADewA
(Kif5ArigorDewA) zu vermitteln. Die Mikrotubuli waren an den Oberﬂächen fest ﬁxiert und
lösten sich trotz mehrmaligem Waschen mit Puffer nicht ab. Selbst bei hohen ATP-Konzentra-
tionen waren keine Mikrotubulibewegungen zu beobachten. Das Konstrukt kann auf allen
getesteten Oberﬂächen für das in vitro-Transportsystem verwendet werden.
Da das Kinesin-Hydrophobin-Fusionsprotein Kif5ADewA im Transportsystem zur Fixierung
der Mikrotubuli dienen sollte, wurde noch eine rigor-Mutation eingeführt (Kif5ArigorDewA;
pTS29). Dieses Konstrukt bindet nur an Mikrotubuli, da ihm die Fähigkeit zur ATP-Hydrolyse
fehlt. Es wurde auf allen Oberﬂächen, auf denen eine Motilität beobachtet wurde, zudem eine
feste Immobilisierung der Mikrotubuli durch die rigor-Mutanten beobachtet
Um das Konstrukt weiter zu vereinfachen und eine Dimerisierung mit nicht-rigor-Konstrukten
zu verhindern, welche nach Thoresen and Gelles (2008) die Beweglichkeit abschwächt, wur-
de bei Kif5ADewA und Kif5ArigorDewA verkürzt. Dazu wurde die erste coiled-coil-Domäne
deletiert (pTS32 und pTS33). Dabei zeigten weder die verkürzte rigor-Mutante noch der ver-
kürzte Ursprungstyp dieses Konstrukts Bindung an Mikrotubuli. Anscheinend dient der erste
coiled-coil nicht nur der Dimerisierung (Bathe et al., 2005), sondern erscheint dessen Deleti-
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on sogar hinderlich für die Mikrotubuli-Bindung. Deshalb konnten die verkürzten Konstrukte
nicht zur Fixierung von Mikrotubuli verwendet werden.
Alternativ wurden in dieser Abeit die Proteine zur Immobilisierung über ihren His6-Tag an
Lipide gekoppelt, die vorher auf eine Oberﬂäche aufgebracht wurden.
In unserem Ansatz wurde eine Mischung aus DOPC mit unterschiedlichen Konzentrationen
ans DOGS-NI-NTA (Avanti lipids, USA) verwendet. Dabei handelt es sich um Lipide, die in
ihrer Kopfgruppe durch Nitrilotriessigsäure ein Ni-Ion tragen, das als Chelatligand zur Bin-
dung von Histidin-getaggten Proteinen eingesetzt wird. Diese unmarkierten Lipide wurden mit
Hilfe der Dip-Pen-Nanolithographie in weniger als 100 nm breiten Linien auf einer Glasober-
ﬂäche aufgebracht. Nach Ausbildung einer Lipiddoppelschicht wurde das gewünschte Protein
zugegeben, das anschließend über seinen His6-Tag an die Ni-Ionen der Kopfgruppe binden
konnte. Um diese Bindung zu visualisieren, wurde ein Konstrukt erstellt, bei dem die Mo-
tordomäne des konventionellen Kinesins KinA aus A.nidulans C-terminal mit GFP fusioniert
wurde (pTS12). Dafür wurde zuerst die DNA-Sequenz für die ersten 441 Aminosäuren von
KinA aus dem Vektor pPS03 mit den Primern KinA441 for und His6 rev ampliﬁziert, und in
den Expressionsvektor pET21b kloniert (pTS11). Nachdem die Expression dieses Konstruktes
positiv getestet wurde, konnte über die BamHI Restriktionsschnittstelle zwischen der Sequenz
für KinA441 und dem His6-Tag die DNA für GFP eingefügt werden. Anschließend wurde
auch dieses Konstrukt exprimiert und die Bindung an Lipide getestet. Bei der ﬂuoreszenzmi-
kroskopischen Kontrolle der Bindung wurden Mikrotubuli und die Puffer zur Durchführung
eines Motilitäts-Tests zugegeben. Es wurde neben der Bindung der Fusionsproteine auch die
Anheftung einiger Mikrotubuli beobachtet (Abb. 2.4). Leider konnte in diesem Fall keine Be-
wegung der Mikrotubuli gezeigt werden, was an der Fusion der Motordomäne mit GFP, aber
auch an der sterischen Behinderung durch das GFP-Molekül gelegen haben kann. Der Vorteil
dieses Ansatzes ist die Möglichkeit, sehr ﬁligrane Muster und Wege vorzugeben, an die Kine-
sine und so auch die Mikrotubuli binden können. Es ist möglich, Linien aus Phospholipiden
herzustellen, die mit bis zu 20 nm Größe extrem klein sind.
Um diese Möglichkeit zu überprüfen, wurde die Motordomäne des KinA-Proteins ohne GFP
exprimiert (pTS11) und die Bindung getestet. Wie im vorangegangenen Versuch, wurden die
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Abb. 2.4: Lipidbindung von KinA441GFP via His6-Tag. A) Muster der mittels Dip-Pen-
Nanolithographie aufgetragenen Lipidmischungen. B) Es wurde eine Kontrolle aus reinem
DOPC (1) und eine Mischung mit 50 mol% DOGS-Ni-NTA in DOPC (2) aufgetragen. An
die Kontrolle binden im Gegensatz zur Mischung keine KinA441GFP Moleküle, wie auch
die Bindung der Mikrotubuli (rot) an die Kinesinpoteine zeigt. Die Breite der Lipimuster
betrug ca. 100 nm.
Kinesine an die aufgetragenen Lipide gebunden. Dieses Mal enthielt die verwendete Lipid-
mischung neben 50 mol% DOGS-Ni-NTA und DOPC noch 2 mol% FITC-gekoppelte PE-
Lipide um die Lipidmuster sichtbar zu machen. Bei diesem Ansatz bewegten sich die Mi-
krotubuli mit einer Geschwindigkeit von 8 ± 1 μm/min vorwärts (Abb. 2.5). Auch hierbei
war die Transportgeschwindigkeit von Mikrotubuli im Vergleich zu der bei KinA441DewA
(17,1 ± 5 μm) erheblich kleiner. Dies könnte an der Fluidität der Lipide liegen.
Auf reinen DOPC-Mustern konnten keine Mikrotubulibindung beobachtet werden. Bei Wei-
terführung dieses Versuchs immobilisiert man durch Einbringen einer rigor-Mutation, die Mi-
krotubuli. Der Vorteil dieses Ansatzes ist die Möglichkeit, die Lipide in geordneten Mustern
auftragen und somit die genaue Fixierung der Mikrotubuli an einem beliebigen Ort vornehmen
zu können.
Die in den vorherigen Versuchen aufgezeigten Wege sind Möglichkeiten, Mikrotubuli auf
Oberﬂächen zu ﬁxieren. Die so immobilisierten Filamente können nun als „Straßen“ für den
Transport von Lasten im in vitro Transportsystem dienen (Kap. 2.1.3).
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Abb. 2.5: Transport von Mikrotubuli über an Lipide gebundenen KinA441 Proteine. A) An die
in Linien von oben nach unten aufgetragenen Lipide (grün) binden Mikrotubuli über die
ﬁxierten Konstrukte KinA441. B) Die Filamente bewegten sich mit 8 ± 1 μm/min vorwärts
(n = 19).
2.1.2 Bindung und Transport der Ladung
Als Ladungsbehälter für das Transportsystem dienten Vesikel. Es wurden native Vesikel aus
A. nidulans oder artiﬁzielle Lipidvesikel und Latexkügelchen getestet. Native Lipidvesikel,
wie sie in A. nidulans vorkommen, sind mit verschiedenen Stoffen, z.B. Enzymen gefüllt und
werden zur Hyphenspitze, dem Ort des Spitzenwachstums, transportiert (Abb. 1.5). Der Vor-
teil nativer Vesikel liegt neben dem vorhandenen Inhalt auch in der Tatsache, dass sie schon an
Motorproteine gekoppelt sind. Diese bleiben auch während der Aufreinigung daran haften und
die Vesikel können direkt in vitro transportiert werden (Bananis et al., 2004). Die artiﬁziellen
Vesikel und Latexkügelchen müssen dagegen noch mit Kinesinen bestückt werden. Ein großer
Vorteil der artiﬁziellen Vesikel ist, dass die Lipidkomposition deﬁniert zusammengesetzt, und
die Art des Motorproteins frei gewählt werden kann. Es muss lediglich eine Verbindung zwi-
schen den Lipiden und dem Kinesin hergestellt werden. Dafür wurde ein Fusionsprotein aus
der Motordomäne des humanen Kinesin-1, Kif5A, und der lipidbindenden PH-Domäne her-
gestellt (Kif5APH). Für die Klonierung des Kif5APH-Konstruktes wurde die PH-Domäne des
Kinesin-3 UncA (125 aa) aus A. nidulans mit der Motordomäne von Kif5A fusioniert (pTS27).
Dies geschah ebenfalls über die eingefügten Restriktionsschnittstellen (BamHI und PstI) des
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Konstrukts, bei dem die Schwanzdomäne des Kif5B deletiert wurde (pTS25). Die pleckstrin-
homology (PH)-Domäne ist bekannt dafür, an verschiedene Lipide, besonders aus der Klasse
der Phospholipide, zu binden (Haslam et al., 1993; Yao et al., 1994; Wang and Shaw, 1995).
Die Proteine der Kinesin-3 Familie sind in den Langstreckentransport involviert (Zekert and
Fischer, 2009). Dabei dient die PH-Domäne wahrscheinlich der Bindung der zu transportie-
renden Lipidvesikel. Diese Eigenschaft wurde auch im Transportsystem zur Ladungsbindung
genutzt. Der Vesikeltransport erfolgte über die vorher immobilisierten Mikrotubuli.
Motilität der Konstrukte
Auch für das Konstrukt Kif5APH wurde nach Expression und Aufreinigung die Aktivität ge-
messen. Dazu wurde als Erstes die ATPase-Aktivität getestet, und die ATP-Umsatzrate des
Proteins bestimmt. Zur Durchführung dieses Tests wurden zuerst die aktiven Proteine von den
inaktiven getrennt. Es wurde nach der Afﬁnitätsaufreinigung über eine Ni-NTA-Säule eine Ak-
tivitätsaufreinigung durchgeführt. Die ATPase-Aktivität des Fusionsproteins wurde gemessen
und anschließend mit dem Ausgangskonstrukt verglichen.
Die gemessenen Aktivitäten unterschieden sich nicht wesentlich (Tab. 2.3).
Tab. 2.3: ATPase-Aktivität der Konstrukte Kif5A und Kif5APH
Konstrukt k cat [s-1] K 0,5;Mt [μM]
Kif5A 15,5 ± 1,6 0,86 ± 0,20
Kif5APH 13,9 0,82
Die ATPase-Aktivitäten von Kif5A wurden aus zwei unabhängigen Aufreinigungen und Ver-
suchsdurchführungen bestimmt. Die Resultate von Kif5APH stammen aus einem einzigen
Experiment. Die Aktivität von Kif5A wurde mit 15,5 ± 1,6 s-1 gemessen und liegt geringfü-
gig über der von Kif5APH (13,9 s-1).
Anschließend wurde ein Motilitäts-Test durchgeführt wozu das Fusionsprotein auf einer Ober-
ﬂäche ﬁxiert werden muss. Zuerst wurde die Bindung des Fusionsproteins direkt auf verschie-
denen Oberﬂächen getestet und gezeigt, dass es zu keiner der getesteten Oberﬂächen eine
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Bindung eingeht. Um das Protein zu ﬁxieren wurde es an Lipide gekoppelt, die zuvor auf
die Oberﬂäche aufgebracht wurden. Die PH-Domänen sind dafür bekannt, an Phospholipide,
besonders an Phosphatidylinositole zu binden (Wang and Shaw, 1995). Da jedoch von der
Struktur einer PH-Domäne nicht auf die Art der Lipide geschlossen werden kann, an die sie
bindet, wurde ein Lipid-Bindetest durchgeführt. Dazu wurde eine Proteinlösung (0,25 mg/ml
1:4 in TBS-T/4 % Milchpulver) mit PIP-Strips (Echelon, USA) inkubiert und die Bindung des
Proteins mittels α-His6-Antikörpern nachgewiesen. Dabei band das Fusionsprotein am stärks-
ten an Phosphatidylserine (DPPS) bindet. Ein weiteres, viel schwächeres Signal wurde bei
Phosphatidylinositol-5-Phosphat detektiert. Als Negativkontrolle wurde der Lipidbindeassay
mit der gleichen Menge des Proteins Kif5A-tail durchgeführt. Dabei konnten einige Signale
erfasst werden. Diese waren jedoch sehr schwach, sodass sie sich fast nicht vom Hintergrund-
rauschen unterschieden und eher als unspeziﬁsche Bindungen zu deuten sind (Abb.2.6 A) und
B)).
Kif5APH bindet DPPS-Lipide
Um die Bindung des Kif5APH an DPPS zu veriﬁzieren, wurde ein Membran-Flotationsassay
durchgeführt. Dabei wurden die Proteine mit Lipidvesikeln inkubiert und die Protein-Lipid-
Komplexe im Saccharosegradienten von ungebundenem Protein unter Ausnutzung von Dicht-
eunterschieden getrennt, da die Lipide eine geringere Dichte als die Proteine haben. Es wurde
eine Mischung aus 20 mol% DPPS und 80 mol% DOPC gewählt, weil sich reines DPPS
aufgrund seiner Struktur nicht gut zur Herstellung von Vesikeln eignet. In den meisten Orga-
nellen der Hefen wie S. cerevisiae ist Phosphatidylserin ein Nebenbestandteil, während es in
der Plamamembran bis zu 30 mol% der Lipide ausmacht (Leventis and Grinstein, 2010). Die
Membran-Flotationsassays wurden außer mit der DPPS/DOPC Mischung noch mit Phospha-
tidylcholin (DOPC) und Puffer durchgeführt. Bei diesem Test band Kif5APH an DPPS/DOPC
was im SDS-Gel und beim WesternBlot zu beobachten war. Aber weder bei DOPC noch bei
Puffer konnte das Kif5APH Protein in der oberen Fraktion nachgewiesen werden (Abb. 2.6 C)
und D)).
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Abb. 2.6: Lipidbindefähigkeit von Kif5APH. A) Es wurde ein PIP-Strip-Assay durchgeführt, um
die Lipidspeziﬁtät von Kif5APH und Kif5A-tail zu testen. Kif5APH bindet hauptsächlich
an PS, wie man in der Auftragekontrolle (B)) ablesen kann. C) Schema eines Membran-
Flotationsassay. Ungebundenes Protein sammelt sich zwischen 1,6 und 1,4 M Saccharose
an, während die Lipide sich an der 0,4/0,1 M Grenzen sammeln. Dieser Versuch wurde mit
DPPS/DOPC- bzw. DOPC-Lipiden und Puffer durchgeführt und jeweils beide Fraktionen
auf ein SDS-Gel aufgetragen (D)).
Da das Fusionsprotein zum Transport von Vesikeln verwendet werden sollte, musste weiterhin
bewiesen werden, dass das Protein auch bei Lipidbindung aktiv arbeiten kann. Dazu wurde die
DPPS/DOPC-Mischung auf einen kleinen Bereich einer Glasoberﬂäche aufgebracht und nach
dreimaligem Waschen mit BRB80 mit dem Kif5APH-Protein inkubiert. Die Aktivität wurde
anschließend in einem Motilitäts-Test getestet. Die Mikrotubuli waren nur auf den Lipiden
gebunden und nicht auf der freien Glasoberﬂäche (Abb. 2.7 A)).
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Abb. 2.7: Motilitäts-Test mit Kif5APH auf Phosphatidylserin. A) Nach Inkubation des Kif5APH
auf Lipid-beschichteter (80 % DOPC / 20 %DPPS) Oberﬂäche, binden Mikrotubuli und wer-
den mit 6 μm/min (n = 37) transportiert. B) Bildfolge des Transports einzelner Mikrotubuli
durch Kif5APH auf Phosphatidylserin.
Damit man die Lipide in der Fluoreszenzmikroskopie erkennen konnte, waren diese mit Fluo-
resceinisothiocyanat (FITC) gekoppelten PE-Lipiden (Avanti, USA) gemischt. Die Mikro-
tubuli bewegten sich über die Lipide auf der Oberﬂäche. Dabei wurde eine durchschnittli-
che Geschwindigkeit von 6 μm/min gemessen (Abb. 2.7 B)). Diese Geschwindigkeit ist et-
was kleiner als die von Kif5A und Kif5ADewA (Abb. 2.3). Eventuell beeinﬂusst die PH-
Domäne die Aktivität des Kinesins oder die Lipide wirken sich negativ auf die Geschwindig-
keit aus. Doppelschichten aus PS sind kein starres Gebilde, sondern eher ein zähﬂüssiger Film
(„Fluid-Mosaik-Modell“ aus Singer and Nicolson (1972)). Daher ist es möglich, dass sich die
Kinesinkonstrukte bei jedem Schritt, den sie nach vorne machen, sich gleichzeitig etwas nach
hinten schieben. Das hätte zum Ergebnis, dass sich die Mikrotubuli relativ zur Oberﬂäche
langsamer fortbewegen. Durch verschiedene Lipidzusammensetzungen könnte dieser Effekt
verringert oder ganz unterbunden werden. Durch Beimischung von Phosphatidylethanolamin
(PE) könnten sich die Lipide durch den Einsatz von Dimethyl Suberimidate (DMS) miteinan-
der vernetzen und somit ein steiferes Netzwerk ausgebilden(Roth et al., 1989). Zusätze von
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Cholesterin oder Phospholipiden mit ungesättigten Fettsäuren senken die Membranﬂuidität
ebenfalls (Sherban et al., 1982). Für den Transport sind ebenso steifere Lipidvesikel von Vor-
teil, da sie sich bei Bewegung nicht so schnell deformieren oder sogar zerreißen.
Somit wurde auch das zweite Hauptziel erreicht, bei dem zwei Möglichkeiten untersucht wur-
den die Verbindung der Ladung zu den Mikrotubuli-“Strassen“ und der Ladungstransport zu
verwirklichen. Es konnte gezeigt werden, dass das Fusionsprotein aus der Motordomäne des
Kinesins und der lipidbindenden PH-Domäne (Kif5APH) aktiv arbeiten kann und selbst die
Lipidbindung dieses nicht verhindert. Desweiteren ist es möglich, das Kinesinkonstrukt Kif5A
direkt an Oberﬂäche der Latexkügelchen zu binden. Anschließend können die Kügelchen über
Mikrotubuli transportiertz werden. Im nächsten Kapitel wurden beide Möglichkeiten durch
Einsatz in einem in vitro Transportsystem getestet.
2.1.3 Transportsystem
Die feste Bindung und Immobilisierung der Mikrotubuli an Oberﬂächen wurde durch das Fusi-
onsprotein Kif5Arigor-DewA vermittelt. Somit standen die „Straßen“ als Transportwege bereit.
Im darauf folgenden Teil führte das Konstrukt Kif5APH die Bindung an die Lipide der Vesikel
und zeigte dabei aktiven Transport von Mikrotubuli. Nun wurden die einzelnen Experimente
zusammengeführt. Dazu wurden zuerst die Kif5ArigorDewA-Proteine auf der Oberﬂäche auf-
gebracht und nach der Inkubationszeit alle überschüssigen Kinesine abgewaschen. Anschlie-
ßend wurden sie mit Mikrotubuli inkubiert was zu einer festen Kinesin-Mikrotubuli-Bindung
führte. Die ﬁxierten Mikrotubuli dienten nun als Transportwege für die Vesikeln.
Der Vesikeltransport wurde durch zwei verschiedene Ansätze verwirklicht. Die Ladungsbin-
dung wurde durch ein weiteres Kinesinkonstrukt, Kif5APH, vermittelt, das an Phosphatidyl-
serin bindet (Abb. 2.6). Zur Sichtbarmachung wurden die Lipidmischung 80 mol% DOPC
/ 20 mol% DPPS mit 2 mol% Fluorescein-PE gemischt. Die so ﬂuoreszenzmikroskopisch
sichtbar gemachten PS-Vesikel blichen sehr schnell aus, sodass es nicht möglich war, eine
Bilderreihe aufzunehmen. Um die Vesikel dauerhaft sichtbar zu machen, wurden desshalb
Nanopartikel mit PS inkubiert und mehrfach soniﬁziert um einen Lipidﬁlm auf den Partikel
zu erzeugen. Die verwendeten Nanopartikel wurden durch eine BSA-Beschichtung wasser-
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löslich gemacht wie von Eggenberger et al. (2007) beschrieben. Sie sind im grünen und roten
Fluoreszenzkanal (FITC und TexasRed) zu erkennen. Die so vorbereiteten Partikel wurden
30 min bei Raumtemperatur mit den Kinesinen Kif5APH inkubiert. Anschließend wurde das
Gemisch aus Partikeln und Kinesinen in einem Motilitäts-Test auf den ﬁxierten Mikrotubuli
eingesetzt.
Abb. 2.8: Transport von Nanopartikeln durch Kif5APH über Kif5ArigorDewA ﬁxierte Mikrotu-
buli. 1-5) Bilderreihe eines Nanopartikels, das nach Auftreffen auf einen Mikrotubulus an
diesem mit 3 μm/min. entlang wandert. 6) Skizze des Laufs
Im Motilitäts-Test wurden wenige sich bewegende Partikel festgestellt. Die Abbildung 2.8
zeigt einen der wenigen Fälle, in denen sich ein lipidbeschichteter Nanopartikel entlang eines
Mikrotubulus bewegt. Bei diesem wurde eine Geschwindigkeit von 3 μm/min gemessen. Der
Versatz zwischen dem roten und dem grünen Bild kommt durch die zeitliche Verzögerung bei
der Aufnahme der Fluoreszenzbilder zustande.
Im zweite Versuchsaufbau zum Transport wurden 1 μm große Latexkügelchen mit dem Kine-
sinkonstrukt Kif5A für 10 min inkubiert, wobei die Schwanzdomäne des Kif5A auch an die
Oberﬂäche der Latexkügelchen band. Danach wurde die Mischung zu den Mikrotubuli gege-
ben, die zuvor über Kif5ArigorDewA- Proteine auf einer Glasoberﬂäche immobilisiert wurden.
Es wurde die Bewegung der Latexkügelchen im roten Fluoreszenzkanal (TexasRed) doku-
mentiert und die Geschwindigkeit der Kügelchen im Motilitäts-Test mit 10 ± 1,5 μm/min
gemessen (Abb. 2.9).
30
KAPITEL 2. ERGEBNISSE
Abb. 2.9: Transport von Latexkügelchen durch Kif5A über Kif5ArigorDewA-ﬁxierte Mikrotubu-
li. Die Bilderreihe zeigt den Transport eines Latexkügelchens (rot), das nach Auftreffen (1,
2) auf einen Mikrotubulus (grün) an diesem entlang wandert (3 - 5) und sich danach wie-
der ablöst (6). Die durchschnittliche gemessene Laufgeschwindigkeit der Kügelchen betrug
10 ± 1,5 μm/min (n = 8).
In beiden Ansätzen zum Ladungstransport waren die meisten der beobachteten Partikel fest
an die ﬁxierten Mikrotubuli gebunden. Die Grundlagen für ein solches Transportsystem im
Nanomaßstab sind damit erfüllt. Um das System weiter zu optimieren, müssen die Protein-
konzentrationen besser angepasst werden und nur die geringste Konzentration der verschiede-
nen Proteine verwendet werden. Dann sollte es weniger zu Störungen und Immobilisierungen
kommen.
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2.2 Charakterisierung des Kinesin-7 Proteins KipA
Bei dem Protein KipA aus A. nidulans handelt es sich um ein Kinesin der Klasse 7. Diese
spielen in der Mitose eine wichtige Rolle bei der Aufreihung und -trennung der Chromoso-
men (Wood et al., 1997). In S. pombe transportiert das Kinesin-7 Tea2 zusätzlich Proteine in
Richtung des Zellpols (Browning et al., 2000). Da bei A. nidulans solch ein Transport in vivo
noch nicht nachgewiesen wurde, soll durch biochemische Analysen die Funktionalität von
KipA als prozessiver Motor untersucht werden.
2.2.1 GFP-KipA dekoriert die Plus-Enden wachsender Mikrotubuli
Die Lokalisierung von GFP-markiertem KipA wurde erstmals durch Konzack et al. (2005)
beschrieben. Die mikroskopischen Untersuchungen wurden in der vorliegenden Arbeit wie-
derholt und bestätigt. Dabei wurde die Wachstumsgeschwindigkeit der Mikrotubuli bestimmt.
Beim Wachstum der jungen Hyphen konnte eine Lokalisation an den Spitzen der polymeri-
sierenden Mikrotubuli gezeigt werden. Bei dem untersuchten Stamm wurden neben der GFP-
Fusion des KipA noch die gesamten Mikrotubuli mit Hilfe des Fusionsproteins aus mRFP1
und der Motordomäne des Kinesin-ähnlichen KipB markiert (SSK100). Das Fusionsprotein
GFP-KipA akkumuliert sich unter induzierten Bedingungen an den Spitzen der Mikrotubuli.
Wahrscheinlich werden die Kinesine mit den wachsenden Plus-Enden der Mikrotubuli trans-
portiert. Ob es sich dabei um eine aktive Bewegung entlang der Mikrotubuli, um einen passi-
ven Transport zur Spitze der Mikrotubuli oder um einer Kombination aus beidem handelt, ist
unklar.
Um zu testen, ob die KipA-Moleküle das Plus-Ende eines wachsenden Mikrotubulus durch ei-
gene Bewegung erreichen können, wurden die Filamente ﬂuoreszenzmikroskopisch beobach-
tet. Die Wachstumsgeschwindigkeit der dekorierten Mikrotubulienden beträgt durchschnitt-
lich 8,93 ± 1,1 μm/min. (Abb. 2.10)
Es wurde untersucht, ob es sich bei KipA um einen prozessiven Motor handelt, der aktiv an
Mikrotubuli entlang läuft. Um an deren Plus-Enden akkumulieren zu können, müsste der Mo-
tor die Wachstumsgeschwindigkeit der Mikrotubuli übertreffen.
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Abb. 2.10: GFP-KipA markiert die Plus-Enden wachsender Mikrotubuli und die Mitosespindel
in vivo. 1 - 6) GFP-KipA lokalisiert an den Plus-Enden wachsender Mikrotubuli. Die Mi-
krotubuli wachsen in vivo mit einer Geschwindigkeit von 8,93 ± 1,1 μm/min (n = 53). Die
zeitlichen Abstände der einzelnen Aufnahmen der Bilderreihe beträgt 0,25 s. In Bild 7 ist
die Umrandung der Hyphe skizziert. 8) Während der Mitose lokalisiert GFP-KipA an den
Spindelpolen und im Zentrum der Teilungsspindel; auch hier ist die Umrandung skizziert
(9) .
2.2.2 Sequenzanalyse von KipA
Um das Protein KipA aus A. nidulans (KipA) weiter zu charakterisieren, wurden zunächst die
Domänen der Proteinsequenz identiﬁziert und die wichtigsten mit denen anderer Kinesin-7-
Proteine verglichen.
Hier wurden die Kinesine der Klasse 7 aus zwei Hefen (S. pombe und S. cerevisiae), zwei
ﬁlamentösen Pilzen (A. nidulans und U. maydis) und dem Menschen (H. sapiens) verglichen
(Abb. 2.11). Die Proteinsequenzen im Bereich der ATP-Bindestelle (Walker Motiv) selbst
über die Grenzen des Pilzereichs hinweg sehr ähnlich (Walker et al., 1982). Dieses Ergebnis
war auch zu erwarten, da es sich bei der Motordomäne um einen hoch konservierten Bereich
handelt und kleinste Veränderungen, besonders im Walker Motiv, zu einem Verlust der Funk-
tion führen können (Nakata and Hirokawa, 1995). Die einzige weitere Sequenzähnlichkeit ist
bei der ersten coiled-coil Domäne zu erkennen. Diese ist aber weniger stark konserviert und
nur zwischen den Mitgliedern der Kinesin-7 Familie verschiedener ﬁlamentöser Pilze ähnlich.
Die N-terminale Verlängerung von ungefähr 200 Aminosäuren ist in diesem Ausmaß ebenfalls
nur bei den Kinesin-7 ﬁlamentöser Pilze zu erkennen (Abb. 1.4). Ansonsten sind die Protein-
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Abb. 2.11: Sequenzvergleich der wichtigsten Domänen von KipA mit denen anderer Kinesin-7
aus verschiedenen Organismen. Die größte Ähnlichkeit ist im Bereich der Motordomäne,
speziell um das Walker Motiv (GXXXXTKT/S) zu erkennen. S. pombe Tea2; S. cerevisiae
Kip2; A. nidulans KipA; U. maydis Kin7a; H. sapiens CENP-E. (grüner Bereich: Motor-
domäne (KISC) mit ATP-Bindestelle (grüne Klammer) und Mikrotubuli-Bindestellen (rote
Striche); blaue Bereiche: coiled-coil Domänen; Asterisk: konservierte Aminosäuren)
sequenzen der Kinesine im Allgemeinen sehr unterschiedlich und nicht direkt vergleichbar.
Bei Kinesinen der Klasse 7 sind die Motordomänen stark konserviert. Damit sich ein Motor-
protein prozessiv bewegen kann, sind aber auch andere Bereiche wichtig. Der erste coiled-coil
nach der Motordomäne dient der Dimerisierung, sodass das Kinesin sich im hand-over-hand-
Modell bewegen kann (Bathe et al., 2005). Aus der Sequenz alleine kann nicht auf die Akti-
vität und Prozessivität des Proteins geschlossen werden. Um das Kinesin KipA biochemisch
zu untersuchen, wurde das Protein in E. coli exprimiert und durch verschiedene Methoden
aufgereinigt.
2.2.3 Enzymatische Aktivität von KipA
Um KipA genauer charakterisieren zu können, wurde es in E. coli exprimiert. Von diesem
Protein wurde die enzymatische ATPase-Aktivität bestimmt und anschließend die Motilität in
einem Motilitäts-Test gemessen.
Um das kipA-Gen in einen Expressionsvektor zu klonieren, wurde die Gesamt-RNA einer
über Nacht gewachsenen A. nidulans GR5 Kolonie extrahiert. Diese wurde mittels RT-PCR
in cDNA umgewandelt. Zur Ampliﬁkation des kipA-Gens wurde eine PCR mit den passenden
Primern durchgeführt. Über die somit zusätzlich angefügten Restriktionsschnittstellen NdeI
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und HindIII wurde das Ampliﬁkat in den pET21b-Expressionsvektor kloniert (pTS13). Ge-
nomische DNA konnte nicht verwendet werden, da das kipA-Gen ein 49 bp langes Intron (bp
722 - 771) enthält.
Um das Kinesin-7 Protein KipA zu expimieren, wurde das Plasmid pTS13 in E.coli BL21
(DE3) RIL Zellen transformiert. Anschließend wurde das Konstrukt bakteriell exprimiert und
in einem ersten Schritt über Ni-NTA-Afﬁnitätschromatographie aufgereinigt. Dabei zeigte
sich, dass es in den Elutionen zu einer starken Anreicherung des gewünschten Proteins kam.
Für eine Aufreinigung waren aber noch zu viele andere Proteine darin enthalten (Abb. 2.12).
Entweder enthalten diese Proteine einige Histidine, sodass sie ebenfalls an das Säulenmaterial
binden, oder aber sie binden unspeziﬁsch an die Matrix. Diese unspeziﬁsche Bindung wurde
durch den hohen Salzgehalt der Puffer schon stark reduziert.
Abb. 2.12: Aufreinigung der Proteine KipA und KipAhktail. A) Ein mit Coomassie gefärb-
tes, 10%iges SDS-Gel der KipA-Aufreinigung. Darauf sind die Elutionen der Ni-NTA-
Afﬁnitätsaufreiniung (1-3), die Ablösefraktionen (4, 5) und die Pelletfraktion (6) der Akti-
vitätsaufreinigung aufgetragen. B) Aufreinigung von KipAhktail auf einem mit Coomassie
gefärbten, 10%igen SDS-Gel. Die Elution der Ni-NTA-Afﬁnitätsaufreiniung (1) und die
peak-Fraktion der Kationen-Austauscher-Chromatographie (2).
Um für den ATPase-Test nur funktionelle Motoren zu erhalten, wurde bei KipA eine Aktivi-
tätsaufreinigung durchgeführt. In Anwesenheit von AMP-PNP, einem nicht hydrolysierbaren
ATP-Analogon, binden die funktionellen Motoren sehr fest an die Mikrotubuli. Nach anschlie-
ßender Zentrifugation wurden die aktiven Proteine durch Inkubation in Puffer mit hohen ATP-
Konzentrationen wieder von den Mikrotubuli abgelöst. Diese konnten dann in ATPase-Tests
eingesetzt werden. Da es dabei auch zu einer leichten Depolymerisierung von Mikrotubuli
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kommt, ist stets ein wenig Tubulin in der Ablösefraktion zu ﬁnden (Abb. 2.12, A) Spur 4 und
5). Das so aufgereinigte KipA-Protein wurde in einem ATPase-Test eingesetzt, aus dem die
ATP-Umsatzrate berechnet wurden.
Zur Bestimmung der maximalen ATP-Umsatzrate des KipA-Proteins, wurde ein gekoppelter,
enzymatischer ATPase-Test durchgeführt. Da ein Kinesin eine durch Mikrotubuli aktivierbare
ATPase ist, werden in diesem Test die ATP-Umsätze bei verschiedenen Mikrotubulikonzen-
trationen gemessen. Anschließend werden die hyperbolen Graphen mittels Michaelis-Menten-
Gleichungen analysiert, sodass man als Resultat den kcat-Wert, die maximale ATP-Umsatzrate,
einer Kopfdomäne erhält. Der K0,5,MT-Wert gibt die Mikrotubulikonzentration an, bei der das
Enzym mit der halbmaximalen Aktivität arbeitet. Der K0,5,MT-Wert wird durch zwei Effekte,
die Prozessivität und die Afﬁnität des Proteins zu Mikrotubuli beeinﬂusst.
Abb. 2.13: Messung der durch Mikrotubuli in Gang gesetzten ATPase-Aktivität von KipA. Der
durch ATP-Verbrauch hervorgerufene Abfall der Steigung wurde gegen die eingesetzte
Mikrotubulikonzentration aufgetragen. Aus der hyperbolen Regression der Punkte ergibt
sich die maximale Umsatzrate kcat und der K0,5,MT-Wert. Die Regressionsformel lautet:
y = (B + Vmax · [MT]) / ([MT] + K0,5;MT)
Aus Vmax lässt sich kcat berechnen.
Die Resultate wurden mit den Werten eines anderen Protein der Kinesin-7 Familie, dem
CENP-E aus Xenopus leavis, verglichen. Der kcat-Wert von KipA betrug 6,73 ± 0,42 s-1
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(Abb. 2.13). Dieser Wert liegt in der gleichen Größenordnung wie der des CENP-E aus Xeno-
pus leavis (13,2 s-1; Wood et al. (1997)). Ebenso ist der K0,5,MT-Wert von 0,43 ± 0,08 μM mit
den Werten anderer prozessiver, dimerer Motoren vergleichbar. Dieser Wert liegt bei dimeren
Kinesinen bei ungefähr 0,5 μM, während er bei monomeren Proteinen weit über 1 μM liegt
(Moyer et al., 1996).
Da sich aber ein Kinesin, das eine ATPase-Aktivität besitzt, nicht zwangsläuﬁg prozessiv an
Mikrotubuliﬁlamenten entlang bewegt, wurde anschließend noch die Motilität des Proteins
bestimmt.
2.2.4 Motilität von KipA
Um herauszuﬁnden, ob KipA ein Mikrotubuli-assoziierter, molekularer Motor ist, wurde ein
Motilitäts-Test durchgeführt. Bei diesem Test muss das Kinesinprotein auf der Oberﬂäche im-
mobilisiert werden. Die Kinesins transportieren die zugegebenen, ﬂuoreszenzmarkierten Mi-
krotubuli unter ATP-Hydrolyse. Zur Herstellung des KipAhktail-Konstruktes wurde das KipA
verkürzt und der Schwanz des humanen Kif5B zur Oberﬂächenhaftung angehängt. Die Verkür-
zung des KipA-Proteins und das Anhängen des Schwanzes von Kif5B wirkt sich nicht negativ
auf die Motilität aus, wie schon bei anderen Kinesinen getestet wurde. Bei dem im ersten Teil
der Arbeit verwendeten Konstrukt, das aus der Motordomäne des Kif5A und der Schwanzdo-
mäne des Kif5B besteht, gab es keine nennenswerten Unterschiede zum nativen Protein. Die
Transportgeschwindigkeit des Kif5A-Konstruktes wurde mit 52,8 μm/min gemessen (Ebbing
et al., 2008). Das native Protein ist am langsamen, anterograden, neuronalen Transport betei-
ligt, und transportiert in vivo Neuroﬁlamente während der Transportphase durchschnittlich mit
44,4 μm/min (Wang et al., 2000; Xia et al., 2003). Zum Vergleich wurde neben Glas noch die
Motilität auf einem Plexiglas (PMMA)-beschichteten Objektträger getestet. Dazu wurde ein
verkürztes KipA verwendet, bei dem die hinteren beiden coiled-coil-Domänen entfernt wur-
den. Diese dienen wahrscheinlich der Ladungsbindung und Regulation der Aktivität. Die erste
coiled-coil-Domäne ist für die Dimerisierung wichtig (bei Kinesin-1 (Bathe et al., 2005)). Es
wurde mit phosphorylierten Primern das Plasmid pTS13 ampliﬁziert und nach DpnI Verdau
ligiert. Dadurch wurden die letzten 750 Basenpaare des kipA-Gens entfernt (pTS36). Über
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die eingebrachten Restriktionsschnittstellen (BamHI und EcoRI) wurde das 3´-Ende des kif5B
eingesetzt. Mit diesem Konstrukt (KipAhktail; pTS37) wurden Motilitäts-Tests durchgeführt.
Der C-Terminus des Kif5B ist dafür bekannt, auf Glasoberﬂächen zu haften (Jaud et al., 2006)
und wird aus diesem Grund häuﬁg zur Anheftung von Fusionsproteinen verwendet (Kalli-
politou et al., 2001). Um die KipA Proteine herzustellen, wurde auch das Plasmid pTS37 in
E. coli BL21 (DE3) RIL-Zellen transformiert. Anschließend wurden die Konstrukte bakteriell
exprimiert und in einem ersten Schritt über Ni-NTA-Afﬁnitätschromatographie aufgereinigt.
Dadurch wurde das gewünschte Protein stark angereichert, war jedoch noch durch andere Pro-
teine verunreinigt (Abb. 2.12).
Zur weiteren Aufreinigung wurden die exprimierten und über eine Ni-NTA-Matrix aufgerei-
nigten KipAhktail-Proteine über eine Ionenaustausch-Chromatographie geführt. Dabei wur-
den die Proteine nach ihrer Ladung bei bestimmten pH-Werten getrennt. Da der isoelektrische
Punkt (pI) dieses Proteins bei 9,99 liegt, wurde mit einer HiTrap SP HP-Säule, d.h. einem
Kationenaustauscher gearbeitet. Die pH-Werte der Puffer lagen bei 7,4, sodass die Proteine
positiv geladen sind und an die Matrix binden. Die gebundenen Proteine wurden über ver-
schiedene Salzkonzentrationen wieder eluiert, wobei das KipAhktail-Protein zwischen 250
und 300 mM NaCl eluiert (Abb. 2.12).
Im Motilitäts-Test wurde das Protein KipAhktail eingesetzt, da sich der C-terminale Teil des
Kif5B gut dazu eignet, das Protein auf der Glasoberﬂäche zu befestigen. Das Kinesinkonstrukt
KipAhktailwurde in hoher Konzentration auf die Oberﬂäche aufgebracht und die Geschwin-
digkeit der sich bewegenden Mikrotubuli gemessen, wobei viele Motoren einen Mikrotubu-
lus antreiben. Das Protein KipAhktail transportierte Mikrotubuli mit einer Geschwindigkeit
von 9,48 ± 1,8 μm/min (Abb. 2.14) und ist etwas schneller als die gemessene Wachstums-
geschwindigkeit der Mikrotubuli (8,93 ± 1,1 μm/min). Deshalb ist es den KipA-Molekülen,
möglich sich auf den Mikrotubuli bis zu deren Spitze zu bewegen und dort zu akkumulieren.
Auch für die Anordnung der Chromosomen in der Metaphasenplatte während der Mitose, ei-
ne der Hauptaufgaben der Kinesin-7, reicht die Geschwindigkeit aus. Die Mitose dauert bei
A. nidulans ungefähr 5 Minuten und die Größe der Spindel beträgt ca. 2 μm (Bergen and
Morris, 1983). Da ein Chromosom aber nur in die Äquatorialplatte transportiert wird, bewerk-
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stelligen KipA-Proteine nur 1 μm. Bei einer gemessenen Geschwindigkeit von 9,48 μm/min
reicht ein 47ster Teil der Mitosedauer aus, um die Chromosomen einzufangen und in der
Äquatorialplatte zu platzieren.
Abb. 2.14: Motilität von KipAhktail auf Glas. Diese Bilderreihe zeigt den Lauf zweier Mikrotubuli
auf einer mit KipAhktail beschichteten Glasoberﬂäche. Die Mikrotubuli bewegen sich mit
9,48 ± 1,8 μm/min.
Tab. 2.4: Gleitgeschwindigkeiten von Mikrotubuli auf KipAhktail [in μm/min]
Behandlung Kontakt- Geschwindigkeit
winkel Mittelwert n
unbehandelt 56±3 ◦ 9,48 ± 1,8 114
PMMA 73±0,7 ◦ 9,24 ± 2,4 102
Zum Vergleich mit anderen Kinesinen aus A. nidulans wurde ein weiteres Fusionsprotein ex-
primiert. Dieses besteht aus der Motordomäne des Kinesin-1, KinA, aus A. nidulans und dem
Hydrophobin DewA (KinA441DewA). Das Hydrophobin ist ein kleines, amphiphiles Protein,
das sehr gut auf nahezu allen Oberﬂächen haftet (Wösten, 2001). In diesem Fall dient es dazu,
die Motordomäne des Kinesins KinA an die Glasoberﬂäche zu heften. Die DNA-Sequenz des
Proteins DewA stammt ebenfalls aus A. nidulans. Auch bei diesem Fusionsprotein wurde die
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Motilität gemessen. Man erkennt, dass KinA441DewA die Mikrotubuli im Motilitäts-Test mit
17,28 μm/min wesentlich schneller bewegt als KipAhktail (Tab. 2.4). Dies ist aber auch von
der Funktion des einzelnen Proteins abhängig. KinA wird im Langstreckentransport benötigt,
während KipA nur an Mikrotubuli Plus-Enden und in der Mitosespindel lokalisiert. Dort sind
keine hohen Geschwindigkeiten von Nöten. Im Vergleich zu anderen Kinesin-7 Proteinen wie
dem CENP-E aus X. laevis zeigte KipA eine vergleichbare Transportgeschwindigkeit der Mi-
krotubuli (5,1 μm/min; Wood et al. (1997)).
Damit wurde gezeigt, dass es sich bei KipA um ein Kinesin handelt, das sich entlang von
Mikrotubuli bewegen kann. Als Nächstes wurde der Oligomerisierungszustand von KipA un-
tersucht. Dabei wurden Mant-ATP-Freisetzungsexperimente durchgeführt um zu sehen, ob
es sich bei KipA um ein Monomer oder Dimer handelt. Beide Oligomerisierungszustände
können sich prozessiv fortbewegen, sie arbeiten aber nach unterschiedlichen Modellen (Oka-
da and Hirokawa, 2000; Asbury et al., 2003). Ein Monomer arbeitet nach dem „Brownian
ratchet“-Modell und ein Dimer nach dem „hand-over-hand“-Modell (Xie, 2010).
2.2.5 Bestimmung des Oligomerisierungszustands
Bei Kinesinen ist die ADP-Freisetzung von der Bindung an Mikrotubuli abhängig. Indem
man ein ﬂuoreszierendes N-methylanthranoyl-ATP (Mant-ATP) einsetzt, kann man sich die-
sen Effekt zu Nutze machen, um etwas über den Oligomerisierungszustand herauszuﬁnden.
Die Fluoreszenz des Mant-ATP ist im Protein-gebundenen Zustand größer als in Lösung. Bei
diesem Experiment wurden ebenfalls die über Kationenaustauscher aufgereinigten KipAhktail
verwendet (Kap: 2.2.4), da die so gereinigten Proteine, im Gegensatz zur Aktivitätsaufreini-
gung, keine Mikrotubuli enthielten. Die KipAhktail-Proteine wurden mit Mant-ATP inkubiert,
worauf sich ein Mant-ATP-Kinesin-Komplex bildete, in dem das ATP auch in Abwesenheit
von Mikrotubuli zu ADP hydrolysiert wurde. Danach wurde das überschüssige Mant-ATP
mittels Gelﬁltrationschromatograﬁe über G25-Sepharose entfernt (Ma and Taylor, 1997a,b).
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Abb. 2.15: Schema der Mant-ADP-Freisetzungsexperimente. A) Freie Kinesindimere, die mit
Mant-ADP beladen wurden. B) Nach Zugabe der äquimolaren Menge an Mikrotubuli bin-
det einer der Kinesinköpfe und gibt sein MantADP ab. Dadurch sinkt die relative Fluo-
reszenz auf 50 % ab (1). C) Nach Beendigung der Fluoreszenzabnahme und Erreichen
eines Plateaus, wird durch die Zugabe von 1 mM ATP das Kinesin zu einem Vorwärts-
schritt bewegt. D) Dabei bindet auch der zweite Kopf an den Mikrotubulus und gibt auch
ein Mant-ADP frei. Die relative Fluoreszenz sinkt nun auf ihren Nullwert (2). E) Hier ist
der zeitliche Verlauf der relativen Fluoreszenz eines Mant-ADP-Freisetzungsexperiments
schematisch dargestellt.
Die Mant-ADP-KipAhktail-Komplexe wurden erst mit Mikrotubuli und anschließend mit ATP
inkubiert. Dabei wurde in einem Spektroﬂuorometer die Fluoreszenz der Lösung bestimmt,
wobei die relative Fluoreszenz vor der Zugabe von Mikrotubuli auf 100 % und nach ATP
Zugabe auf 0 % gesetzt wurde. Falls die KipAhktail-Proteine dimerisieren und perfekt mit-
einander arbeiten, sollte nach der Zugabe von Mikrotubuli die relative Fluoreszenz auf 50 %
abfallen, weil einer der Köpfe an einen Mikrotubulus bindet und sein ADP freigibt, während
der zweite Kopf ungebunden bleibt. Erst nach ATP-Zugabe und dem daraus resultierenden
Vorwärtsschritt bindet auch der zweite Kopf und gibt ebenfalls sein ADP frei, wodurch die
relative Fluoreszenz auf 0 % absinkt (Abb. 2.15). Bei Monomeren, bei denen die einzelnen
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Proteinketten sich nicht gegenseitig beeinﬂussen, müsste die Fluoreszenz nach Miktotubuli-
Zugabe direkt auf 0 % fallen.
Man erkennt, dass die relative Fluoreszenz nach Zugabe von Mikrotubuli auf 30,3 % statt wie
erwartet auf 50 % abnimmt (Abb. 2.16). Erst nach ATP-Zugabe fällt die Fluoreszenz auf 0 %
ab. Dieses Ergebnis kann durch mehrere Effekte erklärt werden. Einerseits wurde in früheren
Studien gezeigt, dass die Abnahme der Fluoreszenz um mehr als 50 % auf eine leichte Disso-
ziation des MantADP vom zweiten, ungebundenen Kopf zurückzuführen ist (Hackney, 2002).
Andererseits könnte ein kleiner Teil der KipAhktail-Proteine nicht dimerisieren und wie Mo-
nomere ihr MantADP komplett freigeben.
Abb. 2.16: MantADP Freisetzungsexperimente an KipA. A) Es wurde die Anzahl der gemesse-
nen Ereignisse über das volle Emissionsspektrum bei den drei Zuständen (zum Startwert,
nach MT-Zugabe und nach ATP-Zugabe) aufgenommen. B) Nach Zugabe der äquimolaren
Menge an Mikrotubuli sank die Fluoreszenz auf 30 %, was einer Freisetzung von 70 % des
Mant-ATPs entspricht. Nach anschließender Zugabe von 1 mM ATP nahm die Fluoreszenz
bis auf das Hintergrundlevel ab.
Die MantADP-Freisetzungsexperimente zeigen, dass es sich bei dem Kinesin-7 Protein KipA
um einen dimeren Motor handelt.
Im ATPase- und im Motilitäts-Tests konnte gezeigt werden, dass KipA aktiv ist und sich unter
ATP-Verbrauch entlang von Mikrotubuli bewegt. Die gemessene Geschwindigkeit, mit der das
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Protein an Mikrotubuli entlang läuft, reicht auch in vivo aus, um die Plus-Enden der wachsen-
den Mikrotubuli zu erreichen.
Das Protien KipA aus A. nidulans ist charakterisiert und kann außerdem bei in vitro Anwen-
dungen wie dem Transportsystem zum Einsatz kommen kann. Bisher beschränkt sich die Aus-
wahl an Kinesinproteinen aus A. nidulans auf das Kinesin-1, KinA und somit konnte durch
KipA das Auswahlspektrum vergrößert werden.
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3 Diskussion
Molekularen Kinesinmotoren sind zu erstaunlichen Leistungen fähig und an allen wichtigen
Transportprozessen der Zelle beteiligt, sei es im Stofftransport in Vesikeln oder bei der Ver-
teilung der Chromosomen. Eine Fehlfunktion kann deshalb zu diversen, schwerwiegenden
Krankheiten, wie z. B. Chorea Huntington führen (Colin et al., 2008). Das Verständnis von
kinesin-vermittelten Prozessese kann somit helfen, derartige Krankheiten zu bekämpfen, oder
aber auch die Einsatzmöglichkeit dieses Kinesin-vermittelten Transports in „lab-on-a-chip"’-
Anwendungen ermöglichen (Diez et al., 2004). Diese Arbeit zeigt einen Ansatz zur Verwen-
dung von Kinesinen in einem Transportsystem im Nanobereich und befasst sich mit der bio-
chemischen Charakterisierung des Kinesin-7 Proteins KipA aus A. nidulans.
3.1 Verwendung von Kinesinen in Transportsystemen
Kinesine sind als biomolekulare Motoren die „Arbeitstiere“ der Zellen. Es sind Komplexe aus
zwei oder mehreren Proteinen, die chemische Energie meist aus der Hydrolyse der energierei-
chen Phosphatbindung des ATP direkt in gerichtete Bewegung umwandeln (Hua et al., 1997).
Diese und viele weitere Besonderheiten machen die Motorproteine auch für die Nanotech-
nologie interessant. Als Voraussetzung dafür ist es notwendig, die Proteine kontrollieren zu
können. Durch verschiedene molekularbiologische Methoden ist dies auch in Ansätzen schon
gelungen (Kapitel 1.8). In bisher beschriebenen Experimenten wurden Mikrotubuli meist nicht
als „Straßen“ ﬁxiert, sondern über einen „Kinesinrasen“ transportiert (Hiratsuka et al., 2001;
Diez et al., 2004; van den Heuvel et al., 2006). Um diesen Transport gerichtet auszuführen,
wurden topographische Hindernisse verwendet. Dabei wurden die Mikrotubuli durch Kanäle
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geleitet und mithilfe bestimmter Formen auch in eine bestimmte Richtung geleitet (Hiratsuka
et al., 2001). Um mit diesem System etwas transportieren zu können, wurden an die Filamente
mittels Biotin-Streptavidin- bzw. Antikörper-Antigen-Bindung eine Ladung gekoppelt (Rios
and Bachand, 2009).
In der vorliegenden Arbeit wurden neue Möglichkeiten getestet, Kinesine auf Oberﬂächen zu
heften sowie Mikrotubuli zu bewegen oder diese als „Straßen“ für den Transport von Las-
ten mittels anderer Kinesine zu immobilisieren (Abb. 2.1). Dabei wurden zwei Ansätze ver-
folgt die Kinesinproteine auf Oberﬂächen aufzubringen. Zum einen wurde eine Fusion von
verschiedenen Motordomänen jeweils mit dem Hydrophobin DewA aus A. nidulans, zum an-
deren die direkte Kopplung einer Motordomäne an aufgetragene Lipide verwendet. Die bei-
den Ansätze wurden miteinander verglichen. Dazu wurde die ATP-Umatzrate und die Trans-
portgeschwindigkeit gemessen. Im ATPase-Test wurden die Unterschiede der biochemischen
Charakteristika der verschiedenen Kinesinkonstrukte aufgezeigt. Außerdem stellte dieser Test
sicher, dass es sich bei den bakteriell exprimierten Proteinen um funktionale Enzyme handelte.
Im Motilitäts-Test zeigten sich Unterschiede der Transportgeschwindigkeiten in Abhängigkeit
von der Oberﬂäche.
Immobilisierung der Mikrotubuli-“Straßen“
A) Kinsein-Hydrophobin-Fusion
Zur Immobilisierung der Mikrotubuli wurden die Motordomänen zweier Kinesine (Kif5A und
KinA) mit einem Hydrophobin aus A. nidulans (DewA) fusioniert und anschließend rigor-
Mutationen eingefügt. Dieser Weg wurde gewählt um einerseits die Immobilisierung der Ki-
nesine auf unterschiedlichen Oberﬂächen zu verwirklichen. Linder et al. (2002) beschreiben
die Fusion des HFBI, einem Hydrophobin der Klasse II aus Trichoderma reesei, mit der ka-
talytischen Domäne einer Endoglukanase I aus T. reesei. Die aufgereinigten Proteine hefteten
sich auf hydrophoben Oberﬂächen und waren dort noch enzymatisch aktiv.
Andererseits wurde die Fusion gewählt um die Stabilität des Kinesin-Hydrophobin-Proteins
zu erhöhen, da die verwendeten Kinesin-Proteine alleine bei Raumtemperatur ungefähr eine
Stunde aktiv bleiben. Es wurde schon über die hohe Resistenz und Stabilität der Hydrophobin-
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schicht, gegen chemische und meschanische Belastungen auf Oberﬂächen berichtet (Wösten
and de Vocht, 2000; Stefano et al., 2007).
Die im Motilitäts-Tests gemessenen Geschwindigkeiten der verschiedenen Kinesinkonstrukt
unterschieden sich teils sehr unterschiedlich. Sowohl die beiden Umgebungsfaktoren Tem-
peratur und Luftfeuchte, als auch die beiden internen Faktoren Protein- und ATPase-Gehalt,
die nach Adio et al. (2006) wesentlichen Einﬂuss auf die Geschwindigkeit haben, wurden
während aller Durchläufe beibehalten, und können somit als Ursachen für die Geschwindig-
keitsunterschiede ausgeschlossen werden. Dagegen wurde in der vorliegenden Arbeit durch
unterschiedliche Oberﬂächenbehandlung verschiedene Kontaktwinkel realisiert und zwecks
Vergleich der Hydrophobizität vermessen. Dabei wurden Bereiche von 9◦ (plasma-gereinigtes
Glas) bis 140◦ (Teﬂon) überspannt. Das erstmals untersuchte Kif5ADewA zeigt exakt dassel-
be Verhalten bezüglich der Testoberﬂächen wie das bekannte Kif5A. Dieses durch Jaud et al.
(2006) beschriebene Protein haftet durch die Fusion mit dem C-terminalen Teil des Kif5B an
Oberﬂächen. Die gemessenen Geschwindigkeiten der transportierten Mikrotubuli waren je-
doch beim Kif5A-Protein auf allen Oberﬂächen durchschnittlich um 83.5 % größer als die für
Kif5ADewA beobachteten (Abb. 2.3). Im Vergleich der ATPase-Aktivitäten konnte gezeigt
werden, dass Kif5A mit 15,5 ± 1,6 s-1 136 % der Aktivität von Kif5ADewA (11,4 ± 0,4 s-1,
Tab. 2.1). Die Ergebnisse der beiden Experimente lassen vermuten, dass das Hydrophobin De-
wA im Fusionsprotein die Aktivität negativ beeinﬂusst. Möglicherweise kommt es dabei zu
Behinderung der Dimerisierung der Kinesine durch das Hydrophobin, indem z. B. sterische
Effekte den Bewegungsmechanismus des Kinesins stören Asakawa et al. (2009).
Weiterhin fällt auf, dass bei jedem einzelnen Protein die Geschwindigkeiten mit steigender
Hydrophobizität tendenziell abnehmen (Abb. 2.3). Dies kann von sehr vielen Faktoren abhän-
gen, da die Oberﬂächen unterschiedlich behandelt wurden. Man erkennt auch, dass die Mi-
krotubuli sich auf silanen-beschichteten Oberﬂächen, besonders bei PFMS am langsamsten
bewegen. Eine solche Abhängigkeit der Transportgeschwindigkeit von der Oberﬂäche wurde
bisher noch nie beschrieben. Dies könnte von der Beschichtung mit Silanen herrühren, aber
auch in der Vorbereitung für die Beschichtung begründet sein. Nur auf der Teﬂonoberﬂäche
haftet keines der Kinesinkonstrukte. Zumindest bei Kif5ADewA ist das überraschend, da das
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Hydrophobin DewA bekannt dafür ist, selbst auf Teﬂon eine feste Einfachschicht zu bilden
(Wösten, 2001). Diese Bindung ist aber bei dem Fusionsprotein nicht zu beobachten. Auch
hier könnte die Fusion mit einem anderen Protein die Ursache für dieses Verhalten sein. Eine
mögliche Lösung der beiden Probleme wäre die Einbringung eines Abstandshalters zwischen
den beiden Proteinen (Paulmurugan and Gambhir, 2005). Dadurch hätten die Proteine die
Möglichkeit sich unabhängiger voneinander in die richtige Position zu bewegen da es nicht
mehr zu sterischen Hinderungen käme (Asakawa et al., 2009). Desweiteren zeigten Asakawa
et al. (2009), dass Hydrophobin-Fusionsproteine mit Hydrophobin-Molekülen gemischt wer-
den sollten. Die Hydrophobine dienen so als Abstandshalter zwischen den Fusionsproteinen
um sterischer Behinderungen in horizontaler Richtung zu verhindern.
Wie in dieser Abeit gezeigt werden konnte eignet sich das Fusionsprotein Kif5ArigorDewA gut
zur Fixierung von Mikrotubuli auf vielen Oberﬂächen, außer auf Teﬂon. Um die Kinesine in
einem gewünschten Muster zu binden, können diese durch „electron beam“ Lithographie in
Teﬂon-beschichtete Oberﬂächen gebrannt werden (Karre et al., 2009). So entstehen Stellen,
an denen das Teﬂon entfernt und die Oberﬂäche freigegeben wurde. An diesen Stellen könnten
die Kinesine letzendlich binden und Mikrotubuli immobilisieren.
Als vielversprechende Besonderheit ist zu erwähnen, dass Kif5ADewA in löslicher Form in
E. coli exprimiert werden kann. Bisher sind alle exprimierten Hydrophobine, auch mit Fusi-
onsprotein, unlöslich und liegen in Einschlusskörperchen vor (Kirkland and Keyhani, 2010).
Die Löslichkeit wird vermutlich durch den vergleichsweise großen Fusionspartner Kif5A be-
wirkt. Betrachtet man also – in umgekehrter Sichtweise zum ursprünglichen Experimentent-
wurf – nicht das Hydrophobin, sondern Kif5A als Fusionsprotein, folgt aus den vorliegenden
Untersuchungen, dass durch den Einsatz von Kif5A als Fusionsprotein die Gewinnung lösli-
cher Hydrophobine erheblich vereinfacht werden könnte. Ein nächster Schritt zur Aufreini-
gung des Hydrophobins DewA wäre die Einführung einer Proteaseschnittstelle zwischen die
Motordomäne des Kif5A und DewA. Somit ließe sich das Protein an die Ni-NTA-Säule bin-
den und direkt daran verdauen. Nach der Elution mit Imidazol würde man ein Hydrophobin
in löslicher Form erhalten, das nur noch einen kleinen His6-Tag trägt.
Analoge Untersuchungen wurden für ein Fusion der Motordomäne des pilzlichen Kinesin-1
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aus A. nidulans, KinA, mit dem Hydrophobin DewA durchgeführt. Exemplarisch wurde der
Einﬂuss dreier Oberﬂächen auf die Transportgeschwindigkeiten der Mikrotubuli gezeigt (Tab.
2.2). Zur Vervollständigung dieses Experiments könnten die Transportgeschwindigkeiten durch
KinA441DewA noch auf den anderen Oberﬂächen getestet werden.
B) Direkte Kinesin-Lipid-Kopplung
Alternativ zur Fusionsmethode wurden im zweiten Teil dieser Arbeit Kinesinproteine auf
Oberﬂächen ﬁxiert, indem mittels DipPen Nanolithographie gewünschte Muster einer Li-
pidmischung, die 50 mol% DOGS-Ni-NTA enthielt, auf eine Oberﬂäche aufgebracht wur-
de. Unter Ausnutzung der Chelatierung von His6-getaggten Proteinen an das in der Lipid-
Kopfgruppe gebundene Ni-Ion konnte das Protein gebunden werden. In früheren Studien
konnte die Bindung von His6-getaggten GFP und Streptavidin an die Phospholipide gezeigt
werden (Sekula et al., 2008). In dieser Arbeit wurde die positive Protein-Lipid-Bindung durch
GFP-Fusion eines Kinesins ﬂuoreszenzmikroskopisch gezeigt werden. Nach Zugabe von Mi-
krotubuli kam es zu deren Bindung auf den Mustern, es konnte jedoch keine Bewegungen be-
obachtet werden (Abb. 2.4). Dies könnte mit der Fusion der Kinesinmotordomäne KinA441
mit GFP zusammenhängen. Markierungsproteine wie GFP führen in einigen Fällen aufgrund
ihrer Größe zu sterischer Hinderung der zu untersuchenden Proteine. Die Einführung eines
Abstandshalters könnte dieses Problem lösen (Paulmurugan and Gambhir, 2005). Bekanntli-
cherweise tritt bei einigen mit dem zylindrischen GFP markierten Proteinen Inaktivität auf-
grund einer durch die Markierung verursachten Änderung der Quartärstruktur aufgrund un-
korrekter Faltung auf (Gadella et al., 1999).
Aufgrund der Vermutung wurde die Motordomäne des KinA ohne GFP-Fusionspartner expri-
miert und an die Lipide gebunden. Im anschließenden Motilitäts-Test wurde eine Geschwin-
digkeit der Mikrotubuli von 8 ± 1 μm/min gemessen (Abb. 2.5). Diese liegt jedoch weit unter
dem gemessenen Wert des Motilitäts-Tests, bei dem das KinA über das Hydrophobin De-
wA direkt auf der Oberﬂäche haftete (17,1 ± 5 μm). Möglicherweise ist der Grund hierfür
bei dern Lipiden zu suchen, denn diese bilden kein starres Netzwerk, sondern eine ﬂüssige
Schicht (Singer and Nicolson, 1972). Aufgrund der, im Vergleich zu den Kinesinen, relativ
großen Masse und dem Reibungswiderstand der Mikrotubuli in ﬂüssiger Umgebung ist es
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möglich, dass sich die lipidgebundenen Kinesine bei jedem Schritt, den sie nach vorne ma-
chen, sich gleichzeitig etwas nach hinten schieben, d. h., dass sich die Mikrotubuli relativ
zur Oberﬂäche langsamer fortbewegen. Durch verschiedene Lipidzusammensetzungen könn-
te dies möglicherweise verringert oder ganz unterbunden werden. Durch Beimischung von
Phosphatidylethanolamin (PE) und den Einsatz von Dimethyl Suberimidate (DMS) würden
die Lipide miteinander vernetzt und somit die Ausbildung eines steiferen Netzwerks gefördert
werden (Roth et al., 1989). Eine weitere Möglichkeit bietet der Zusatz von Cholesterin oder
Phospholipiden mit ungesättigten Fettsäuren, welche die Membranﬂuidität senken (Sherban
et al., 1982).
Bindung der Ladungen für ein Transportsystem
Um den Ladungstransport durch Kinesine zu optimieren, wurden ebenfalls zwei Ansätze ge-
testet. Einerseits wurden die zu transportierenden Nanopartikel mit einer Lipidmischung be-
schichtet und das Kinesinkonstrukt Kif5APH über seine „Pleckstrin homology“-Domäne an
diese Lipide gekoppelt. Die dazu verwendete PH-Domäne stammt von UncA, einem Kinesin-3
aus A. nidulans welches in Zekert and Fischer (2009) beschrieben wurde. Da man von der
Struktur einer PH-Domäne nicht auf die Lipidsorte schließen kann, an die sie bindet, wurde
als erstes ein Lipid-Bindeassay durchgeführt (Haslam et al., 1993). Bei diesem Test konn-
te gezeigt werden, dass das Protein Kif5APH bevorzugt an Phosphatidylserin bindet. Dies
wurde durch einen Flotationsassay bestätigt (Abb. 2.6). Dieses Ergebnis ist überraschend, da
PH-Domänen bekannt dafür sind an PIP-Lipide zu binden (Wang and Shaw, 1995; Hamman
et al., 2002). Die PH-Domäne von UncA wäre somit die erste bekannte Domäne dieser Art,
die bevorzugt an PS bindet. PS sitzt in den Membranen lebender, eukariontischer Zellen in der
cytosolischen Seite, sodass die PH-Domäne direkt mit diesen Lipiden interagieren könnte (Le-
ventis and Grinstein, 2010). Zur Überprüfung dieser Ergebnisse sind sollte die PH-Domäne
jedoch noch alleine oder mit einem anderen Fusionspartner exprimiert werden, um auszu-
schießen, dass die Fusion mit dem vergleichsweise großen Kinesinmotor keinen Einﬂuss auf
die Lipid-Bindespeziﬁtät hat.
In Kap. 2.1.2 wurde durch einen Motilitäts-Test nachgewiesen , dass Kif5APH trotz Lipidbin-
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dung aktiv , und demnach als Motor im Transportsystem geeignet ist (Abb. 2.7). Die Trans-
portgeschwindigkeit der Mikrotubuli wurde mit 6 μm/min gemessen und ist somit deutlich
langsamer als die Geschwindigkeit durch Kif5A (23,22 ± 1,4 μm/min). Auch hierbei könnte
der große Geschwindigkeitsunterschied auf der Zähﬂüssigkeit der Lipide begründet sein.
Im zweiten Versuchsaufbau wurde die Bindung der Kif5A-Proteine an zu transportierende
Latexkügelchen getestet. Dabei ist die Schwanzdomäne des Kinesins für die Bindung direkt
verantwortlich (Jaud et al., 2006). Im Motilitäts-Test konnte die Bewegung der Kügelchen
über Mikroubuli beobachtet werden (Geschwindigkeit: 10 ± 1,5 μm/min, Abb. 2.9).
In beiden Ansätzen war ein wesentlicher Teil der eingebrachten Lasten jedoch auf Mikrotu-
buli immobilisiert und bewegten sich nicht. Eine Inaktivierung der Kinesinproteine während
des Inkubationspozesses erscheint bei einer Beobachtungsdauer im Motilitäts-Test von bis zu
einer Stunde wenig wahrscheinlich. Die Behinderung des Laufes aufgrund der vollständigen
Bedeckung der Mikrotubuli durch die rigor-Konstrukte kann dagegen nicht ausgeschlossen
werden. Wenn die Filamente an die, auf der Oberﬂäche gehefteten Motoren ﬁxiert sind, kann
es sein, dass noch frei schwimmende Kinesin rigor-Mutanten die Mikrotubuli von allen Sei-
ten bedecken. Somit ist es dem aktiven Kinesin, das die Ladung transportieren sollte, nicht
möglich loszulaufen, oder die Bewegung ist stark behindert (Telley et al., 2009). Dies würde
auch die kleinere Bewegungsgeschwindigkeit der Lasten in beiden Ansätzen im Vergleich zur
Transportgeschwindigkeit von Mikrotubuli im Motilitäts-Test auf Glas (23,22 ± 1,4 μm/min)
erklären (Abb. 2.3). Daneben könnten sich infolge der identischen Dimerisierungsdomänen
von Kif5A und Kif5ArigorDewA Heterodimeren augebildet haben. Bei einem solchen Prozess
kommt es zum Austausch der einzelnen Proteinketten zwischen denen mit und ohne rigor-
Mutation. Diese Theorie bestätigend berichteten Thoresen and Gelles (2008), dass Heterodi-
mere mit Mutation in einem Kopf trotzdem aktiv sind und prozessive Bewegungen zeigen,
aber die Transportgeschwindigkeit verringert ist. Auch von anderer Seite wurde diese Behin-
derung der Bewegung beobachtet (persönliche Unterhaltung mit Dr. Wöhlke).
Zur Lösung dieses Problems können zur Immobilisierung der Mikrotubuli andere Kinesin
rigor-Konstrukte, wie z. B. KinA441rigorDewA, verwendet werden.
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Transportsystem
Zur Etablierung eines funktionellen Transportsystems wurden die Erkenntnisse der beiden
vorangegangenen Versuchsteile zusammengeführt. Zum endgültigen Aufbau des Transport-
systems wurden die Mikrotubuli mit rigor-Kinesinen immobilisiert. Anschließend wurden
Lasten, ebenfalls mit Kinesinen, über die Mikrotubuli-„Straßen“ transportiert. Es wurden La-
texkügelchen durch Kif5A (Abb. 2.9) und lipidbeschichtete Nanopartikel durch Kif5APH
(Abb. 2.8) transportiert. Mit beiden Ansätzen konnte ein funktionierendes Transportsystem
im Nano-Maßstab etabliert werden. Noch auftretende Probleme sollten durch Änderungen der
Proteinkonzentrationen zu beseitigen sein.
Eine weitere Weiterentwicklung des in vitro-Systems wäre die speziﬁsche Ausrichtung der
Mikrotubuliﬁlamente. Dies kann durch Anlegen eines elektrischen Feldes erreicht werden.
Uppalapati et al. (2010) konnten durch Befestigung von Mikrotubuli an Elektroden und anle-
gen eines Gleichstroms die Plus-Enden von Mikrotubuli aufeinander richten. Die durch die-
sesn Ansatz ausgerichteten Mikrotubuli könnten nun durch rigor-Mutanten von Kinesin auf
Oberﬂächen ﬁxiert werden. Zur Verwendung in wirtschaftlichen in vitro-Systemen muss die
Stabilität der Proteine erhöht werden, und es muss Möglichkeiten geben diese zu lagern. Da-
für zeigten Uppalapati et al. (2008a) mehrere Ansätze auf, wie die Proteine durch Gefrier-
trocknung mehrere Wochen ohne signiﬁkante Verschlechterung der Qualität gelagert werden
konnten.
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3.2 Charakterisierung von KipA
Die Mitglieder der Familie der Kinesin-7 Proteine sind dafür bekannt, während der Mitose ei-
ne wichtige Rolle in der Positionierung und Verteilung der Chromosomen in der Metaphase zu
spielen (Brown et al., 1996). Dies trifft auch auf das Kinesin-7 aus A. niulans KipA zu. Wie in
Konzack et al. (2005) beschrieben, lokalisiert KipA im Zentrum und an den Polen der Mitose-
spindel. Dies spricht dafür, dass sich das Protein genauso verhält wie in anderen Organismen.
Das am besten untersuchte Kinesin-7 ist das menschliche CENP-E (Kim et al., 2008). Auch
dieses ist an den gleichen Positionen zu ﬁnden wie KipA. Die Besonderheit des pilzlichen
KipA ist, dass es außerhalb der Mitose noch weitere Aufgaben übernimmt. Es wurde eben-
falls in Konzack et al. (2005) beschrieben, dass KipA an den Spitzen wachsender Mikrotubuli
lokalisiert und diese dekoriert. Diese Ergebnisse konnten durch mikroskopische Kontrolle be-
stätigt werden (Abb. 2.10).
Nun sagen diese in vivo-Untersuchungen nichts darüber aus, wie KipA an die Spitze der Mi-
krotubuli gelangt. In vitro-Studien im Rahmen dieser Arbeit zeigten, dass es sich bei KipA
um ein aktives Protein handelt. Dazu wurde die enzymatische Aktivität des Proteins bestimmt
und dabei wurde eine ATP-Umsatzrate von 6,73 ± 0,42 /s gemessen (Abb. 2.13). Dieser Wert
ist vergleichbar der Umsatzrate des CENP-E aus Xenopus laevis (13,2 /s) (Wood et al., 1997).
Auch der K0,5,MT-Wert ist mit 0,43 ± 0,08 μM ähnelt dem anderer Motoren, und weist darauf
hin, dass es sich bei KipA um einen Dimer handelt. Der K0,5,MT-Wert liegt bei dimeren Kinesi-
nen bei ungefähr 0,5 μM, während er bei monomeren Proteinen mit weit über 1 μM erheblich
größer ist (Rogers et al., 2001).
Ein weiterer Hinweis dafür, dass KipA ein dimeres Motorprotein ist, ergab sich auch den
Mant-ADP-Freisetzungsexperimenten. Bei diesen Versuchen reduzierte sich die relative Fluo-
reszenz nach Zugabe einer äquimolaren Menge an Mikrotubuli zu Mant-ADP-KipA-Komplexen,
auf ungefähr 0,3, was einer Abnahme um 70 % entspricht. Nach Beimischung von 1 mM ATP
sank die Fluoreszenz auf den Wert des Hintergrundsignals ab (Abb. 2.16). Bei perfekt koor-
dinierten Dimeren müsste nach Mikrotubuli-Zugabe die Hälfte des gebundenen Mant-ADPs
freigesetzt werden und die relative Fluoreszenz um die Hälfte absinken, da ein Kinesinkopf
sein ADP nach der Bindung an Mikrotubuli schnell freigibt. Die Zugabe von 1 mM ATP
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führt dazu, dass es im gebundenen Kopf des Kinesindimers zu einem Kraftschlag kommt, so-
dass nun der zweite Kopf an Mikrotubuli bindet und ebenfalls sein Mant-ADP freigeben kann
(Adio et al., 2006). Somit ist die Fluoreszenz auf dem Level des Hintergrundsignals ange-
kommen. Die stufenweise Abnahme der Fluoreszenz deutet eher auf ein dimeres Kinesin hin,
da bei Monomeren die relative Fluoreszenz ohne Zwischenschritt auf 0 % absinkt (Ma and
Taylor, 1997a; Moyer et al., 1998). Dies ist der Fall, da Monomere bei Mikrotubuli-Zugabe
alle zur selben Zeit binden können und somit das komplette gebundene Mant-ADP freigesetzt
wird. Die nach Zugabe von Mikrotubuli beobachtete Abnahme, um 70 % anstelle der erwarte-
ten 50 %, kann unterschiedlich gedeutet werden. Entweder arbeiten die Dimere nicht perfekt
koordiniert zusammen, oder es haben sich nicht alle Proteinketten zu Dimeren zusammenge-
schlossen. Eine Erklärung für letztere Vermutung wäre, dass die Proteine bakteriell in E. coli
exprimiert wurden und es im Bereich des ersten coiled-coils nicht immer zu einer perfekten
Faltung des Proteins kam (Baneyx and Mujacic, 2004). Somit sind einige nicht zur Dimerisie-
rung fähig und bleiben als Monomere vorliegen.
Im in vitro-Motilitäts-Test konnte gezeigt werden, dass sich die Mikrotubuli mit Geschwin-
digkeiten von 9,48 ± 1,8 μm/min vorwärts bewegen (Abb. 2.14). Da diese Geschwindigkeit
sich auf ein Vorwärtskommen in 8 nm Schritten bezieht (Yildiz et al., 2008), würde man einen
größeren ATP-Umsatz erwarten (158/8 nm-1 · s-1 = 19,75 s-1). Wenn man hingegen die Ge-
schwindigkeiten der wachsenden Mikrotubuliﬁlamente misst, erkennt man, dass diese sich mit
8,93 ± 1,1 μm/min verlängern (Abb. 2.10). Somit wandern die Motorproteine mit geringfügig
höherer Geschwindigkeit. Folglich ist es den Kinesinproteinen möglich an den Mikrotubuli
entlang zu wandern und dessen Spitze zu erreichen. Das bringt im Gegensatz zur direkten
Lokalisierung am Plus-Ende den Vorteil mit sich, dass die Wahrscheinlichkeit, dass ein Mo-
torprotein auf ein Filament trifft und bis zu dessen Spitze läuft wesentlich größer ist, als die
einer direkten Kolokalisation. Außerdem können so die Kinesine den wachsenden Mikrotubu-
li folgen können. Im Vergleich zum CENP-E aus X. laevis (5,1 μm/min) bewegt sich KipA fast
doppelt so schnell (Wood et al., 1997). Dies kann mit der Wachstumsgeschwindigkeit des Ur-
sprungsorganismus zusammenhängen. Der Schimmelpilz A. nidulans versucht so schnell wie
möglich einen großen Bereich zu bewachsen. Dafür ist nicht nur ein schnelles Spitzenwachs-
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tum notwendig, sondern alle Prozesse der Zelle müssen sehr rasch ablaufen. Dies spiegelt sich
auch in der Dauer der Mitose wieder. Bei HeLa-Zellen benötigt die Mitose ca. 40 min., wäh-
rend sie bei A. nidulans in 5 min. beendet ist (Rao and Engelberg, 1968; Bergen and Morris,
1983).
Der physiologische Vorteil für den Pilz, dass KipA zum wachsenden Pol der Mikrotubuli läuft
und sich dort festsetzt ist nicht genau geklärt. In der Spalthefe S. pombe wurde jedoch gezeigt,
dass das KipA Homolog Tea2 ebenfalls an der Mikrotubulispitze lokalisiert und den Zellend-
marker Tea1 transportiert (Browning et al., 2000, 2003). Wenn das Plus-Ende den Zellkortex
erreicht, wird Tea1 am Zellpol ﬁxiert. Das Tea1 Homolog aus A. nidulans TeaA lokalisiert
aber unabhängig von KipA an der Spitze der Filamente (Fischer et al., 2008). Es könnte sein,
dass die Akkumulation von KipA am Mikrotubuli Plus-Ende ein evolutionäres Überbleibsel
ist, da die ﬁlamentösen Pilze jünger sind als die Hefen. Es könnte aber auch mehrere Wege
geben, den Zellendmarker zum Spitzenkörper zu transportieren, sodass imΔkipA Hintergrund
der Transport von TeaA gesichert ist. Gegen diese Tatsachen spricht, dass diese Möglichkei-
ten eine Verschwendung von Ressourcen darstellen und keinen Vorteil bringen. Es ist daher
wahrscheinlicher, dass KipA andere Aufgaben übernimmt, die bisher noch nicht untersucht
wurden. Ein Effekt des Fehlens von KipA ist, dass bei kipA Deletionsmutanten die Posti-
tionierung des Spitzenkörpers nicht immer im Zentrum der Hyphenspitze stattﬁndet und die
Hyphe somit kurvig wächst (Konzack et al., 2005). Diese Beobachtung lässt Rückschlüsse
auf eine Rolle im polaren Wachstum des Pilzes zu. Weiterhin müsste noch untersucht wer-
den, wie die Aktivität des KipA reguliert wird. Bei humanem CENP-E wurde gezeigt, dass
es nach der Aufreihung der Chromosomen durch Phosphorylierung eines Threonins einer bei
den Tieren konservierten Sequenz (R R V/R T W) zu einer festen Bindung zwischen Mi-
krotubuli und Chromosom kommt (Kim et al., 2010). Nach eigener Untersuchung ﬁndet sich
diese Sequenz aber weder bei Kinesin-7 Proteinen von A. nidulans noch bei U. maydis, so-
mit muss die Regulation dieser pilzlichen Proteine anders ablaufen. Des Weiteren könnte man
die natürlichen Lasten von KipA untersuchen. Es ist bisher unklar was KipA transportiert.
Es gibt einen großen Unterschied zu dem Homolog in S. pombe, Tea2. Dieses transportiert
Tea1 und das CLIP-170 Homolog Tip1p zum Mikrotubuli Plus-Ende (Busch et al., 2004). In
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A. nidulans lokalisiert das Tea1 Homolog TeaA auch ohne KipA an der Hyphenspitze (Brow-
ning et al., 2003). Wie es dort hingelangt ist noch unklar. Eine weitere interessante Aufgabe
für zukünftige Untersuchungen ist die Identiﬁkation der Interaktionspartner, über die KipA an
das Kinetochor lokalisiert sowie die experimentelle Charakterisierung dieses Bindungsprozes-
ses. Beim CENP-E aus X. laevis wurde gezeigt, dass das Protein direkt mit dem Kinetochor
der Chromosomen interagiert und diese so, nach der Aufreihung in der Metaphasenplatte, an
der Kinetochorfaser ﬁxiert (Kim et al., 2008). KipA aus A. nidulans ist sehr viel kleiner als das
CENP-E (Abb. 1.4). Desshalb ist in A. nidulans das Homolog zum humanen CENP-H, KatA,
als linker zur Verbindung zwischen Kinesin und Kinetochor notwendig (nicht veröffenlichte
Daten).
Es konnte gezeigt werden, dass es sich bei KipA um einen prozessiven Motor handelt, der
aktiv an Mikrotubuli entlang läuft. Dieser wäre auch eine Alternative für andere Kinesine
bei in vitro-Anwendungen. Durch KipA ist die Palette an in Transportsystemen einsetzbaren
Motorproteinen erweitert worden.
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4.1 Material
4.1.1 Reagenzien und Verbrauchsmaterialien
Die verwendeten Chemikalien wurden, sofern nicht anders erwähnt, von den folgenden Fir-
men bezogen: Invitrogen (Darmstadt), Sigma-Aldrich (Deisenhofen), Biorad (München), Merck
(Darmstadt), AppliChem (Darmstadt), Carl Roth (Karlsruhe), Serva (Heidelberg) und Roche
Diagnostics (Penzberg). Das Verbrauchsmaterial wurde überwiegend von den Firmen Sarstedt
(Nümbrecht),VWR(Darmstadt) und Greiner (Frickenhausen) geliefert. Die Restriktionsenzy-
me und Polymerasen stammten von New England Biolabs(Schwalbach).
4.1.2 Biologisches Material
Organismen und Plasmide
In dieser Arbeit wurden folgende Organismen verwendet:
Tab. 4.1: Verwendete Aspergillus nidulans-Stämme
A.nidulans Genotyp Herkunft
GR5 pyrG89; wA3; pyroA4; veA1 (Waring et al.,
1989)
SSK100 pyrG89; wA3; alcA(p)::mRFP1::kipB;
alcA(p)::gfp::kipA::pyr4; veA1
GFP-KipA und mRFP1-Microtubuli
(Konzack et al.,
2005)
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Tab. 4.2: Verwendete Escherichia coli-Stämme
E.coli Genotyp Herkunft
XL1-Blue endA1 gyrA96(nalR) thi-1 recA1 relA1 lac
glnV44 F’[::Tn10 proAB+ lacIq Δ(lacZ)M15]
hsdR17(rK- mK+)
Stratagene
TOP10 F- mcrA Δ(mrr-hsdRMS-mcrBC) ϕ80lacZΔM15
ΔlacX74 nupG recA1 araD139 Δ(ara-leu)7697
galE15 galK16 rpsL(StrR) endA1 λ-
Invitrogen
GM2163 F-ara-14 leuB6 fhuA31 lacY1 tsx78 glnV44
galK2 galT22 mcrA dcm-6 hisG4 rfbD1 rpsL136
dam13::Tn9 xylA5 mtl-1 thi-1 mcrB1 hsdR2
Fermentas
BL21 (DE3) RIL F– ompT hsdS(rB– mB–)dcm+ Tetr gal λ(DE3)
endA Hte [argU ileY leuW Camr]
Stratagene
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Tab. 4.3: Erstellte Plasmide
Plasmid Konstruktion Herkunft
pCR2.1-TOPO TA-Klonierungsvektor für PCR Fragmente Invitrogen
pCMB17apx alcA(p)::GFP, pyr4; Zur N-terminalen GFP-Fusion V.Eﬁmov, (USA)
pQE60 Expressionsvektor mit c-terminalem His6-Tag Quiagen
pET21b Expressionsvektor mit c-terminalem His6-Tag Novagen
pET24a Expressionsvektor mit c-terminalem His6-Tag Novagen
pPS03 Motordomäne von AnKinA (441 aa) in pQE60 P.Seibold
pPS12 Motordomäne von AnKinA (441 aa) mit Hydro-
phobin DewA (136 aa) in pQE60
P.Seibold
pET24aKif5A Kif5A-Motor (436 aa) mit Kif5B-Schwanz (107
aa) in pET24a
(Ebbing et al., 2008)
pTS10 Motordomäne von AnKinA (441 aa) mit DewA
(115 aa) in pET21b
Diese Arbeit
pTS11 Motordomäne von AnKinA (441 aa) in pET21b Diese Arbeit
pTS12 Motordomäne von AnKinA (441 aa) mit GFP(242
aa) in pET21b
Diese Arbeit
pTS13 AnKipA (889 aa) in pET21b Diese Arbeit
pTS25 Kif5A-Motor (436 aa) in pET24a Diese Arbeit
pTS26 Kif5A-Motor mit DewA (115 aa) in pET24a Diese Arbeit
pTS27 Kif5A-Motor mit UncA PH Domäne (121 aa) in
pET24a
Diese Arbeit
pTS29 pTS26 mit rigor-Mutation T93N Diese Arbeit
pTS32 pTS26 coiledcoil Deletion (aa 339 - 436) Diese Arbeit
pTS33 pTS29 coiledcoil Deletion (aa 339 - 436) Diese Arbeit
pTS36 pTS13 Schwanzdeletion (aa 640 - 889) Diese Arbeit
pTS37 pTS36 mit Kif5B-Schwanz (107 aa) Diese Arbeit
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Anzucht und Lagerung von E.coli
Die Anzucht der Bakterien erfolgte nach Standardmethoden (Sambrook and Russel, 2000) auf
Agarplatte oder in Flüssigkultur (200 rpm). Die Temperatur bei der Aufzucht betrug in der
Regel 37 ◦C, wurde aber zur Expression auf 23 ◦C erniedrigt. Zur langfristigen Lagerung wur-
den 500 μl der Kultur mit 500 μl 50% Glycerin gemischt, bei -80 ◦C eingefroren und gelagert.
Tab. 4.4: Medien für E.coli
Medium Zusammensetzung (je l)
LB-Medium 5 g Hefeextrakt, 10 g Trypton, 5 g NaCl
SOB 0,5% (w/v) Hefeextrakt, 2% (w/v) Trypton, 10 mM NaCl, 2,5 mM KCl,
10 mM MgCl2, 10 mM MgSO4
SOC SOB Medium mit 20 mM Glukose
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Wachstum von Aspergillus nidulans
Die A. nidulans Medien wurden wie bei (Pontecorvo et al., 1953) beschrieben, hergestellt.
A. nidulans Voll- und Minimalmedien wurden je nach Stamm und Versuch mit Vitaminen,
Aminosäuren, Nukleotiden und für Transformationsexperimente mit osmoprotektiven Sub-
stanzen (Tab. 4.5 und 4.6) komplementiert. Bei Festmedien wurde zusätzlich 1,5% Agar ein-
gewogen.
Tab. 4.5: Medien für A.nidulans
Medium Zusammensetzung (je l)
Vollmedium
(CM)
50 ml Salz-Stamm; 20 g Glucose; 2 g Pepton; 1 g Hefeextrakt; 1 ml
Vitaminlsg.; 1 ml Spurenelementlsg.; mit 10 M NaOH auf pH 6.5
Minimalmedium
(MM)
50 ml Salz-Stamm; 1 ml Spurenelementlsg.; 2% Glucose, Glycerin,
Threonin oder Ethanol; mit 10 M NaOH auf pH 6.5, zur Regenerati-
on von Protoplasten mit 0.6 M KCl supplementiert
Salzstamm (20x) 120 g NaNO3; 10.4 g KCl; 10.4 g MgSO4 x 7H2O; 30.4 g KH2PO4
Spurenelement-
lösung (1000x)
22 g ZnSO4 x 7H2O; 11 g H3BO3; 5 g MnCl2 x 4H2O; 5 g FeSO4 x
7H2O; 1,6 g CoCl2 x 5H2O; 1,6 g CuSO4 x 5H2O; 1,1 g (NH4)6Mo7O24
x 4H2O; 50 g Na4 EDTA; mit Kaliumhydroxidplätzchen auf pH 6,5-6,8
Vitaminlösung
(1000x)
0.1 g D-Biotin; 0.1 g Pyridoxin-HCl; 0.1 g Thiamin-HCl; 0.1 g Ribo-
ﬂavin; 0.1 g p-Aminobenzoesäure; 0.1 g Niacinsäure
Tab. 4.6: Zusätze für A.nidulans Medien
Substanz Konzentration der Stammlösung eingesetzte Menge pro 1 l
Uracil - 1 g
Uridin - 1 g
Pyridoxin-HCl 0,05 % 1 ml
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Oligonukleotide
Die verwendeten Oligonukleotide wurde bei der Firma Euroﬁns MWG Operon (Ebersberg)
geordert und sind nachfolgend von 5´ nach 3´ aufgelistet. In Klammern stehen die angefügten
Restriktionsschnittstellen:
Klonierung von kipA aus A.nidulans in pET21b
KipA for: (NdeI)
GATCATATGTCTACACTGCCGCAGCC
KipA rev: (HindIII)
CGAAGCTTTGCACTTGGACGACTGTTTAG
Herstellung von kipA in pET21b zu Expression von KipA
Deletion des 3´Endes (letzten 789 bp) von kipA
KipA tail del for: (EcoRI)
GTGAATTCAAGCTTGCGGCCGCACTCGAGC (5´Phosphat)
KipA tail del rev: (BamHI)
CGGATCCTCCTTGTGAGTTGACGCCTGTGG (5´Phosphat)
Herstellung von kipA-tail aus kipA in pET21b zu Expression von KipA-tail
3´Endes von kif5B zur Fusion an kipA-tail
Kif5B tail for: (BamHI)
TGGATCCGATGACAAGGATGAAGAAATTAAC
Kif5B tail rev: (EcoRI)
TGAATTCGTGGTTGGTCATTTCCTTAAG
Herstellung von kipA-tail mit kif5Btail in pET21b zur Expression von KipAhktail
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Deletion des 3´Endes (letzten 321 bp) von kif5A aus H.sapiens
Kif5A tail del for: (PstI)
GCCTGCAGGTCATCAAGCTGTTTGTATAA (5´Phosphat)
Kif5A tail del rev: (BamHI)
TGGATCCGCGAATTCGAGCTCCGTCGAC (5´Phosphat)
Herstellung von kif5A-tail in pET24a zur Expression von Kif5A-tail
Hydrophobin dewA zur Fusion an kif5A-tail
DewA for: (PstI)
GCCTGCAGCCGGCCTCTGCCGCAAAG
DewA rev: (BamHI)
TGGATCCCTCAGCCTTGGTACCAGCGCC
Herstellung von kif5A-tail mit dewA in pET24a zur Expression von Kif5A_DewA
PH Domäne von uncA zur Fusion an kif5A-tail
PH for: (PstI)
GCCTGCAGTCTAAAACTGGGTATCTGTAATGC
PH rev: (BamHI)
TGGATCCTCTCCCGGACCTGTTGGTCG
Herstellung von kif5A-tail mit PH in pET24a zu Expression von Kif5A_PH
Rigormutation von kif5A- tail mit dewA
Kif5A T92N for:
GCATCAGGCCAAACATCCTCTGGGAAGAACCACACAATGGAGGG
Kif5A T92N rev:
CCCTCCATTGTGTGGTTCTTCCCAGAGGATGTTTGGCCGTATGC
Herstellung der Rigormutante von Kif5A und Kif5A_DewA in pET24a
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Deletion der coiled-coil Domäne von kif5A
Kif5A coil del for:
GACCTGCAGCCGGCCTCTG (5´Phosphat)
Kif5A coil del rev:
TGTTAACTCAAGATTAACGCTAGCAGTG (5´Phosphat)
Herstellung von coiled-coil Deletionen in pET24a zur Expression von Kif5A_coildel und
Kif5A_coildel_DewA
Umklonierung von kinA441dewA aus pQE60 in pET21b
KinA441 for: (NdeI)
GATCATATGGCGTCCTCTACCTCTAACCCC
6His rev: (NotI)
TGCGGCCGCGTGATGGTGATGGTGATGAGATCT
Herstellung von kinA441dewA in pET21b zu besseren Expression
Umklonierung von kinA441 aus pQE60 in pET21b
KinA441 for: (NdeI)
GATCATATGGCGTCCTCTACCTCTAACCCC
His6 rev: (NotI)
TGCGGCCGCGTGATGGTGATGGTGATGAGATCT
Herstellung von kinA441 in pET21b zu besseren Expression
C-terminale Fusion von GFP an KinA441
GFP for: (BamHI)
TGGATCCATGAGTAAAGGAGAAGAACTTTTC
GFP rev: (BamHI)
GATGGATCCTTTGTATAGTTCATCCATGC
Fusion von GFP an KinA441 in pET21b
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4.2 Molekularbiologische Methoden
4.2.1 RNA Extraktion
Das Mycel eines über Nacht in ﬂüssigem CM-Medium gewachsenen Pilzes wurde in ﬂüssigem
Stickstoff in vorgekühlten Mörsern gemörsert. 1 g des Pulvers wurde in einem 2 ml Reakti-
onsgefäß mit 1 ml Trizol (Invitrogen, Karlsruhe) bis zur Homogenität gemischt. Anschließend
wurden die Zelltrümmer durch Zentrifugation (13.000 rpm; 10 min; 4 ◦C) entfernt. Der Über-
stand wurde in ein frisches Reaktionsgefäß überführt. Nach 5 min bei Raumtemperatur wurden
200 μl Chloroform zugegeben, für 15 s gevortext und für 3 min bei Raumtemperatur stehen
gelassen. Nach Zentrifugation (13.000 rpm; 15 min; 4 ◦C) wurde die ober Phase in ein neues
Reaktionsgefäß überführt. Die RNA wurde durch Zugabe von Isopropanol (500 μl), Inkuba-
tion (10 min; RT) und anschließender Zentrifugation (13.000 rpm; 10 min; 4 ◦C) präzipitiert.
Anschließend wurde das RNA Pellet mit 70 % EtOH gewaschen (9.000 rpm; 5 min; 4 ◦C)
und bei Raumtemperatur getrocknet. Auf Eis wurde 30 μl RNase-freies Wasser und 0,3 μl
RNase Out (Invitrogen, Karlsruhe) zugegeben, die RNA gelöst (2 min; 80 ◦C) und bei -80 ◦C
gelagert. Die Konzentration wurde spektrophotometrisch bestimmt und die Qualität der RNA
auf einem 1,2 %igen Agarosegel überprüft.
4.2.2 cDNA Synthese
Zur Synthese der cDNA erfolgte mit dem „Cloned AMV First-Strand cDNA Synthesis Kit“
(Invitrogen). Dabei wurde 1 μg RNA in einem Volumen von 8 μl verdünnt und mit 1 μl 10x
DNase Puffer und 1 μl DNaseI vermischt, verdaut (15 min, 25 ◦C) und durch Zugabe von 1
μl mM EDTA (10 min; 65 ◦C) wurde die Reaktion gestoppt. Anschließend wurden je 1μl 10
mM dNTPs und Oligo dT Primer zugegeben und inkubiert (5 min; 65 ◦C). Der Mixtur wurde
nach Abkühlung (1 min; Eis) die restlichen Zutaten beigefügt (4μl 5x First Strand Puffer;
1μl 100 mM DTT; 1μl RNase Out; 1μl Superscript II Reverse Transkriptase) und die cDNA
synthetisiert (60 min; 42 ◦C). Als letzter Schritt wurde die Reaktion durch Erhitzen gestoppt
(10 min; 70 ◦C) und die cDNA bei -20 ◦C eingefroren.
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4.2.3 Agarose-Gelelektrophorese
Um DNA Fragmente nach ihrer Größe zu trennen wurden 1 bis 2% (w/v) Agarose in 0,5x
TAE Puffer verwendet. Zur Detektion der DNA Fragmenten wurde der ﬂüssigen Agarose
0,05 μg/ml Ethidiumbromid hinzugefügt. Die mit 6x Ladepuffer vermischten DNA Proben
wurden im Agrose-Gel bei konstanter Spannung (5 V/cm) bis zum gewünschten Grad auf-
getrennt. Die Banden wurden durch das in die DNA interkalierte Ethidiumbromid unter UV
Bestrahlung visualisiert und mittels einer CCD Kamera aufgenommen.
50x TAE: 2 M Tris/HCl pH 8,5
1 M Eisessig
50 mM EDTA
6x Ladepuffer: 30 % (v/v) Glycerin
0,25 % (w/v) Bromphenolblau
0,25 % (w/v) Xylencyanol
4.2.4 DNA Extraktion aus Agarosegelen
Die gewünschten DNA Banden wurden mit einem Skalpell aus dem Agarose-Gel ausgeschnit-
ten, in ein 2 ml Eppendorf-Reaktiongefäß überführt und unter Verwendung des „QIAquick Gel
Extraction Kit“ (Quiagen, Hilden) aufgereinigt. Die DNA wurde in 30 μl TE Puffer oder H2O
gelöst.
1x TE Puffer: 10 mM Tris pH 8
1 mM EDTA
4.2.5 Bestimmung der Nukleinsäurenkonzentration
Die DNA Konzentration in Lösungen wurde fotometrisch bei 260 nm bestimmt (E260). Dabei
entspricht bei doppelsträngiger DNA eine Absorption E260 von 1,0 einer Konzentration von
50 μg/ml. Bei RNA entspricht dies einer Konzentration von 40 μg/ml (Sambrook and Russel,
2000).
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4.2.6 Präparation von Plasmid-DNA
Die Plasmid-DNA wurde mittels „Quick and dirty“-Methode aus Bakterien isoliert. Dafür
wurden 2 ml einer über Nacht gewachsenen Kultur abzentrifugiert (1 min; 10.000 rpm; 4 ◦C)
und das entstandene Pellet in 200 μl Cell-Suspension Puffer resuspensiert. Durch Zumischung
von 200 μl Cell-Lysis Puffer und anschließend 200 μl KAc Puffer wurden die Bakterien lysiert
und die Zelltrümmer abzentrifugiert (8 min; 13.000 rpm; 4 ◦C). Der Überstand wurde zu
500 μl Isopropanol gegeben und die so gefällte DNA sedimentiert (15 min, 13.000 rpm; 4 ◦C).
Das Pellet wurde bei Raumtemperatur getrocknet und anschließend in 30 μl TE-Puffer gelöst.
Größere Mengen an Plasmid-DNA wurden mittels NucleoBond PC 100 (Macherey-Nagel,
Düren) gewonnen. Für sehr saubere DNA, wie z.B. für Sequenzierungen benötigt, wurde das
Quiagen Plasmid Kit (Quiagen, Hilden) verwendet.
Cell-Suspension Puffer: 50 mM Tris pH 7,5
10 mM EDTA
10 mg RNaseA
Cell-Lysis Puffer: 1 % (w/v) SDS
0,2 M NaOH
KAc Puffer: 1,5 M KAc pH 4,8
4.2.7 DNA-Verdau mit Restriktionsendonucleasen
Die Veriﬁzierung der DNA-Sequenzen der verwendeten Plasmide erfolgte durch einen Re-
striktionsverdau. Je nach Restriktionsenzym (New England Biolabs, Frankfurt) wurden 1-
5 U/μg DNA eingesetzt. Der Verdau wurde in dem vom Hersteller angegebenen Puffer an-
gesetzt und je nach Enzym bei der passenden Temperatur für 1-4 h inkubiert. Die Reaktion
wurde durch Hitzeinaktivierung bei der für das Enzym angegebene Temperatur gestoppt. Die
entstandenen Fragmente konnten durch Auftrennung in einem Agarosegel analysiert werden.
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4.2.8 Ligation von DNA- Fragmenten
Verdaute DNA-Fragmente, welche aus Agarosegelen extrahiert wurden, wurden mittels T4
DNA Ligase (New England Biolabs, Frankfurt) in einem Volumen von 10 μl bei 16 ◦C für
mindestens 4 h ligiert. Um eine Religation des Vektors zu verhindern, wurden die 5´-Phosphate
vorher mittels Antarctic Phosphatase (New England Biolabs, Frankfurt) entfernt.
4.2.9 Präparation von SEM kompetenten Zellen
Es wurde eine 20 ml Übernacht-Kultur des gewünschten E.coli Stammes in 500 ml SOB Me-
dium auf eine OD600 = 0,2 verdünnt. Diese wurde bei 18 ◦C und 200 rpm mehrere Stunden
geschüttelt. Bei OD600 = 0,6 wurde die Kultur 10 min auf Eis inubiert und dann bei 1000 g für
10 min sedimentiert. Das Pellet wurde in eiskaltem TB aufgenommen und wieder 10 min auf
Eis gestellt. Nach einem weiteren Zentrifugationsschritt wurde das Pellet in 20 ml TB aufge-
nommen und 7 % DMSO (v/v) hinzugegeben. Die Suspension wurde alliquotiert (100 μl) und
in ﬂüssigem Stickstoff schockgefroren. Die Aliquots wurden bei -80 ◦C gelagert.
TB Lösung: 10 mM PIPES/KOH pH 6,7
55 mM MnCl2
15 mM CaCl2
250 mM KCl
4.2.10 Hitzeschock-Transformation von E.coli
Ein Aliquot der kompetenten E.coli wurde auf Eis aufgetaut. Zu 100 μl kompetenten Zellen
wurden 1-10 ng Plasmid-DNA bzw. 5-10 μl eines Ligationsansatzes hinzugefügt, vorsichtig
gemischt und für 30 min auf Eis inkubiert. Der Hitzeschock erfolgte für 1 min bei 42 ◦C, ge-
folgt von einer zweiminütigen Inkubation auf Eis. Nach der Zugabe von 500 μl SOC-Medium
folgte eine 1-stündige Erholungsphase der Zellen bei 37 ◦C und leichtem Schütteln (200 rpm).
Die Zellen wurden abschließend auf Antibiotika-haltigem Medium ausplattiert und über Nacht
inkubiert (37 ◦C).
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4.2.11 Polymerase Kettenreaktion (PCR)
Die Ampliﬁkation von DNA-Fragmenten erfolgte mit Hilfe der „Polymerase Chain Reaction“
(PCR). Für Standard-PCR-Reaktionen wurde die „Phusion High Fidelity DNA Polymerase“
(NEB) mit dem zugehörigen Puffer verwendet. Die Reaktionsansätze enthielten 200 μM dNT-
Ps, 0,5 μM von jedem Primer und 0.02 U/50 μl Polymerase im Reaktionspuffer. Als Vorlage
wurden verschiedene DNA (cDNA, Plasmid-DNA) verwendet. Vor Beginn der Ampliﬁkati-
onszyklen wurde die DNA für 30 s bei 98 ◦C denaturiert. Dann folgten 35 Zyklen: 98 ◦C,
10 s; 55-68 ◦C (je nach Primer unterschiedliche Schmelztemperaturen) 30 s; 72 ◦C, 30 s/kb.
Das PCR Produkt wurde nach dem „Qiaquick PCR Puriﬁcation Kit“ Protokoll von Nucleoti-
den und Enzym getrennt. Wenn eine PCR zur Kontrolle eines DNA-Fragments durchgeführt
wurde, wurde eine in E.coli exprimierte Taq-Polymerase verwendet. Bei dieser Reaktion wur-
de die DNA zu 250 μM dNTPs, 1 mM MgCl2, 0,5 μM von jedem Primer und 1 μl Taq-
Polymerase gegeben. Nach der Denaturierung (2 min, 95 ◦C) folgten 40 Ampliﬁkationszyclen
(95 ◦C 20 s, 55-68 ◦C (je nach Primer unterschiedliche Schmelztemperaturen) 20 s, 72 ◦C
1 min/kb). Zur Kontrolle wurden die Ampliﬁkate auf ein Agarosegel aufgetragen.
4.2.12 Herstellung von Taq-Polymerase
Die eigens hergestellte Taq-Polymerase wurde in E.coli exprimiert. Dazu wurde eine Über-
nachtkultur von E.coli Zellen, welche das Expressionsplasmid trugen, in 100 ml LB (Amp)
auf eine OD600 = 0,1 verdünnt und bei 37 ◦C schüttelnd inkubiert. Bei OD600 = 0,3 wurde
durch Zugabe von 0,5 M IPTG die Expression gestartet und für weitere 24 h geschüttelt. Am
nächsten Tag wurde die Suspension abzentrifugiert und das Pellet in 6 ml Puffer A aufgenom-
men. Zur Lyse der Bakterien wurden 12 mg Lysozym zugegeben und 15 min bei RT inkubiert.
Nach Zugabe von 3 ml Puffer B wurde die Suspension auf 2 ml Eppendorf-Reaktionsgefäße
aufgeteilt und für 1 h bei 75 ◦C leicht schüttelnd inkubiert. Anschließend wurden abzentri-
fugiert (13000 rpm, 10 min, RT) und der Überstand in einen vorbereiteten Dialyseschlauch
eingefüllt. Die Dialyse erfolgte für mindestens 12 h gegen 500 ml Lagerpuffer. Danach wur-
de der Lagerpuffer gewechselt und erneut 12 h inkubiert. Dieser Schritt wurde noch zweimal
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wiederholt. Nun wurde die Lösung aus dem Schlauch entnommen und 1:10 mit DNAse Stora-
ge Puffer verdünnt. Zum Verdau der noch vorhandenen DNA wurde mit DNAse I Lösung für
30 min inkubiert. Jetzt wurde die Lösung aliquotiert, in ﬂüssigem Stickstoff eingefroren und
bei -80 ◦C gelagert.
Puffer A: 50 mM Tris pH 7,5
20 mM Glukose
1 mM EDTA
Puffer B: 10 mM Tris
50 mM KCl
1 mM EDTA
0,5 % Tween 20
Lagerpuffer: 50 mM Tris
100 mM NaCl
0,1 mM EDTA
0,5 mM DTT
1 % Triton X100
10x DNAse Storage Puffer: 150 mM Tris/HCl pH 7,5
100 mM CaCl2
80 mM MgCl2
50 % Glycerin
4.2.13 Generierung von Punktmutationen
Die gezielte Einführung von Mutationen (ortsgerichtete Mutagenese) erfolgt, entsprechend
der Methode des „QuikChange Kits“(Stratagene), durch Verwendung von Punktmutations-
primern. Diese sind bis 45 Basen lang und zueinander konplementär. Sie tragen mittig das
neue, vom Template abweichende, Codon. Ihre Schmelztemperaturen wurden zwischen 65
und 70 ◦C gewählt. Nach Abschluss der PCR wurden der Reaktionsmischung 2 μl DpnI zu-
gegeben und 4 h bei 37 ◦C inkubiert. Nach erfolgtem Verdau der Template DNA wurde 3 μl
des Ansatzes in E.coli XL1 blue Zellen transformiert.
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4.3 Biochemische Methoden
4.3.1 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE)
Die SDS-PAGE wurde nach Laemmli durchgeführt (Laemmli, 1970).Die zu untersuchenden
Proben wurden mit 4x Ladepuffer versetzt und 5 min bei 95 ◦C denaturiert. Dann wurden
die Proben sowie ein Proteinmarker im Gel aufgetrennt. Die Elektrophorese wurde bei Raum-
temperatur bis zum Probeneinlauf in das Trenngel mit 8 V/cm, anschließend mit 15 V/cm in
einem Mini Protean II System (BioRad, München) durchgeführt.
4.3.2 Färbung von SDS Gelen
Nach der SDS-PAGE wurde das Gel für 30 min in der Färbelösung und anschließend bis zur
Entfärbung des Hintergrundes in Entfärber unter leichtem Schütteln inkubiert.
Färbelösung: 100 mg Coomassie-Brillant-Blue G250 in 50 ml 90 % Ethanol
50 ml 20 % Essigsäure
Entärber: 20 % Ethanol
10 % Eisessig
4.3.3 Western Blotting
Durch Western Blotting wurden die im SDS-PAGE aufgetrennten Proteine auf eine Protean R©
Nitrocellulosemembran (Whatman, Dassel) transferiert. Vor dem Aufbau des Blots wurden die
Bestandteile in Transferpuffer getränkt und wie folgt aufgebaut: Anode - Saugpad - Whatman
Papier - Membran - Gel - Whatman Papier - Saugpad - Kathode. Das Blotting erfolgte eben-
falls mittels Mini Protean II System (BioRad, München) für 2 h bei RT und 100 V bzw. über
Nacht bei 4 ◦C und 30 V. Nach dem Blotten wurde die Membran mit Ponceaurot gefärbt, die
Markerbanden markiert und mit Wasser entfärbt. Anschließend wurde die Membran 1 h bei
RT in Blocking Reagenz geblockt. Danach wurde der erste Antikörper in Blocking Reagenz zu-
gegeben und für 1 h bei RT inkubiert und anschließend dreimal 15 min in TBS-T gewaschen.
Danach wurde der zweite Antikörper in TBS-T für 1 h bei RT zugegeben. Anschließend wur-
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de wieder mehrfach mit TBS-T gewaschen. Die Detektion erfolgte mitels eines ECL Western
Blotting Kits (Prod. # 32209, Pierce, Rockford, USA) in einem Chemi-Smart (Peqlab, Elan-
gen).
Transferpuffer: 50 mM Tris pH 7,5
20 mM Glukose
1 mM EDTA
Ponceaurot Lösung: 10 mM Tris
50 mM KCl
1 mM EDTA
0,5 % Tween 20
TBS-T: 50 mM Tris
100 mM NaCl
0,1 mM EDTA
0,5 mM DTT
1 % Triton X100
Blocking Reagenz: TBS-T + 5% Milchpulver
4.3.4 PIP-StripsTM Assay
Dieser wurde nach den Vorgaben des Herstellers durchgeführt (Cat.# P-6001, Echelon, Salt
Lake City, USA).
4.3.5 Membran Flotationsassay
Dazu wurde das Lösungsmittel, in dem die Lipide aufgenommen wurden, verdampft und die
Lipide in LBN-Puffer wieder rehydriert. Dies geschieht durch 45 minütige Beschallung mit
Ultraschall und anschließend 10 Einfrier- und Auftauschritte bei -20 ◦C. Die so entstandenen
Lipidvesikel wurden mit Kif5APH bei 4 ◦C über Nacht auf einem Rolltisch inkubiert. Am
nächsten Tag wurde die Probe mit LB-Puffer (mit 2 M Saccharose) bis zu einer Saccharose-
Endkonzentration von 1,6 M vermischt. Darüber wurde LB-Puffer mit verschiedenen Sac-
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charosekonzentrationen (1,4 M, 0,4 M und 0,1 M) überschichtet. Nach Ultrazentrifugation
(201.000 g, 1 h, 4◦C) wurde der gesamte Stufengradient fraktioniert. Die wichtigsten Frak-
tionen lagen an den Grenzen 1,6 M / 1,4 M und 0,4 M / 0,1 M. Zwischen 1,6 M und 1,4 M
sammeln sich die ungebundenen Proteine während solche, an Lipidvesikel gebundene Proteine
mit diesen aufschwimmen und sich an der 0,4 M / 0,1 M Grenze anreichern. Diese Fraktionen
wurden auf einer SDS-PAGE oder einem Western Blot analysiert.
LB-Puffer: 30 mM Tris; pH = 8,0
4 mM EGTA
LBN-Puffer: LB-Puffer mit 150 mM NaCl
4.3.6 Expression von Kinesin-Konstrukten
Eine Übernachtkultur wurde mit einer frisch transfomierten E.coli BL21 CodonPlus (DE3)-
RIL (Stratagene Inc.) Kolonie inokuliert. Am nächsten Morgen wurde die Kultur in TPM
Medium auf eine OD600 = 0,2 verdünnt und anschließend bei 22 ◦C schüttelnd inkubiert. Die
Induktion der Proteinexpression erfolgte durch Zugabe von 0,1 mM IPTG bei einer OD600
= 0,5 und anschließend wurden die Zellen weiterhin bei 22 ◦C inkubiert. Am folgenden Tag
wurden die Zellen geerntet (10.000 rpm, 15 min, 4 ◦C), in ﬂüssigen Stickstoff schockgefroren
und bei -80 ◦C gelagert.
TPM-Medium: 2 % Trypton
1,5 % Hefeextrakt
0,8 % NaCl
0,2 % Na2HPO4
0,1 % KH2PO4
0,2 % Glukose
4.3.7 Aufreinigung der Kinesine mit His-Taq
Die Zellen der Expression wurde im vierfachen Volumen Lysepuffer gelöst. Die Zellen wur-
den mittels einer French Press (AMINCO, USA) lysiert und anschließend die Zelltrümmer
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durch Zentifugation (136.000 g, 45 min, 4 ◦C) entfernt. Währenddessen wurde das Ni-NTA
Säulenmaterial (Ni Sepharose 6 Fast Flow, GE Healthcare, Chalfont St Giles) dreimal sedi-
mentiert (500 rpm, 2 min, 4 ◦C) und mit Lysepuffer gewaschen. Nun wurde das äquilibrierte
Säulenmaterial mit dem Überstand der Zenrifugation vermischt und 1 h bei 4 ◦C rollend in-
kubiert. Die Mixtur wurde auf eine Leersäule geladen und je zweimal mit Waschpuffer I und
II gewaschen. Die Proteine wurde danach mit Elutionspuffer eluiert, in ﬂüssigem Stickstoff
eingefroren und bei -80 ◦C gelagert.
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Lysispuffer: 50 mM Na-Phosphat pH 8.0
250 mM NaCl
2 mM MgCl2
1 mM ATP
20 mM Imidazol
10 mM β−mercaptoethanol
1 mM PMSF
Waschpuffer I: 50 mM Na-Phosphat pH 6.0
250 mM NaCl
2mM MgCl2
0,1mM ATP
50 mM Imidazol
10 mM β−mercaptoehanol
Waschpuffer II: 50 mM Na-Phosphat pH 6.0
250 mM NaCl
2mM MgCl2
0,1mM ATP
100 mM Imidazol
10 mM β−mercaptoehanol
Elutionspuffer: 50 mM Na-Phosphat pH 7.4
250 mM NaCl
2mM MgCl2
0,1mM ATP
300 mM Imidazol
10 mM β−mercaptoehanol
15 % Glycerin
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4.3.8 Aufreinigung mittels
Kationen-Austauscher-Chromatographie
Zur weiteren Reinigung der AnKipA Konstrukte wurde eine Kationen-Austauscher-Chromato
graphie durchgeführt. Zuerst wurde eine 1 ml HiTrap SP HP Sepharose-Säule (GE Healthcare,
Uppsala) an die FPLC-Anlage (Amersham) angeschlossen. Die Säule wurde zuerst mit destil-
liertem Wasser gewaschen und nach Vorschrift des Herstellers vorbereitet. Zur Eichung des
an die FPLC angeschlossenen Leitfähigkeitsmessers wurde die Säule zuerst mit mindestens 5
Säulenvolumen Puffer B gewaschen, bis die Ionenstärke konstant blieb. Dieser Wert wurde auf
100 % B gesetzt. Dann wurde die Säule mit mindestens 5 Säulenvolumen Puffer A äquilibriert
und auf Ionenstärke 0 % B kalibriert. Die Ni-NTA Elutionen mit den höchsten Proteinkonzen-
trationen wurden gepoolt und 4 fach mit Puffer A mit 1 mM DTT verdünnt, um die Bindung
des Kinesins an das Ionentauscher-Material zu ermöglichen. Mit Hilfe der Peristaltikpumpe
wurden die verdünnten NI-NTA direkt auf die Säule geladen. Nach dem Beladen wurde die
Säule mit Puffer A weiter gewaschen bis die Absorption E280 ein Plateau erreichte. Dann wur-
de die Elution des Proteins gestartet mit einem manuell erzeugten Stufengradient von 50 mM
bis 1 M NaCl (5 bis 100 % B, durch Mischen von Puffer A und Puffer B). Der Gradient wur-
de in 1,5 ml Fraktionen aufgesammelt. Die Identiﬁzierung und Reinheit der Hauptfraktionen
wurden in einem 10 % igen SDS-Gel und deren Aktivität im schnellen ATPase-Test getestet
(s. 2.5.1). AnKipA eluiert je nach Konstrukt zwischen 250 und 300 mM. Die Fraktionen wur-
den vereinigt und mit 15 % Glycerin zugesetzt und 100 μl Aliquots in ﬂüssigem Stickstoff
gefroren und bis zur Verwendung bei -80 ◦C gelagert.
Puffer A: 20 mM Na/Phosphat pH 7,4
2 mM MgCl2
Puffer B: Puffer A mit 1 M NaCl
Die Puffer wurden entgast und kurz vor der Aufreinigung mit 10 μM ATP versetzt
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4.3.9 Aktivitätsaufreinigung von Kinesinen
Um reine Fraktionen von aktiven Motoren zu erhalten wurden die Proteine nach der Ni-NTA
Aufreinigung über einen Mikrotubuli Binde- und Ablöseschritt weiter aufgereinigt. Dazu
wurden die Elution aus der Ni-NTA Aufreinigung mit der 3 - 4-fachen Menge an Taxol-
stabilisierten Mikrotubuli, 20 μM Taxol und 0,2 mM AMP-PNP (Sigma-Aldrich, St.Louis)
vermischt und 20 min bei Raumtemperatur inkubiert. Die Kinesin-Mikrotubuli-Komplexe
wurden durch ein Saccharosekissen (40 % in BRB80) sedimentiert (200.000 g, 10 min, 25 ◦C)
und der Überstand verworfen. Das Pellet wurde einmal mit BRB80/20 μM Taxol gewaschen
und in 100 μl Ablösepuffer resuspendiert. Es wurde erneut zentrifugiert (200.000 g, 10 min,
25 ◦C) um die abgelösten, aktiven Motoren von den Mikrotubuli zu trennen. Dieser Schritt
wurde noch einmal wiederholt um möglichst alle Motoren abzulösen. Die Ablösefraktionen
wurden mit 15 % Glycerin versetzt, in ﬂüssigem Stickstoff eingefroren und bei -80 ◦C gela-
gert.
BRB80: 80 mM Pipes/KOH pH 6,8
1 mM MgCl2
1 mM EGTA
4.3.10 Bestimmung der Proteinkonzentration nach Bradford
Die Proteinkonzentrationen wurden mittels eines Bradford Tests durchgeführt (Bradford, 1976).
Um die Farbreaktion zu starten, wurde 200 μl Bradfod-Reagenz mit 10 μl Probe und 790 μl
Wasser vermischt und für 5 min bei Raumtemperatur inkubiert. Die Absorption bei 595 nm
wurde mit einem Fotometer gemessen. Zu jeder Messung wurde eine Eichgerade mit BSA
parallel gemessen und daraus die Konzentration der Probe berechnet. Bei manchen Aufrei-
nigungen war die Verunreinigung bakterieller Proteine recht hoch. Deshalb war die Prote-
inbestimmung mit dem Bradford-Reagenz nicht aussagekräftig. In diesen Fällen wurde für
genauere Proteinbestimmung SDS-PAGE mit verschieden Mengen an Protein (3, 5 und 10 μl)
durchgeführt. Die Gele wurden mit Coomassie gefärbt und im feuchten Zustand dokumentiert.
Die Auswertung erfolgte mit Hilfe des Programms „ImageJ“ (National Institutes of Health).
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Dabei wurde zunächst die Dichte der verschiedenen Protein-Banden jeder Spur notiert und
daraus der Prozentsatz der Kinesin Bande ausgerechnet. Die aus dem Bradford-Test abgelei-
tete Konzentration wurde um diesen Faktor korrigiert.
Bradford-Reagenz: 0,125 g Coomassie Blue G250
60 ml 99,8 % Ethanol
125 ml 85 % Phosphorsäure ad 250 ml H2O
4.3.11 Aufreinigung von neuronalem Tubulin aus Schweinehirn
Tubulin wurde über drei Polymerisations- und Depolymerisationszyklen und anschließende
Ionenaustausch-Chromatograﬁe gereinigt (in Anlehnung an Mandelkow et al. (1985)). Un-
mittelbar nach der Schlachtung entnommene Schweinehirnhälften wurden einzeln in Eis ein-
gebettet. Im Kühlraum wurden Bindegewebe und Blutgefäße entfernt. 700 g Hirn wurde nach
Zugabe von 700 ml Puffer A in einem Zerkleinerer (Braun) homogenisiert und anschließend
zentrifugiert (27.500 g, 4 ◦C, 70 min). Der Überstand wurde unter Rühren mit 25 % Glycerin
(v/v) und 2 mM ATP versetzt. Danach wurde im Wasserbad bei 35 ◦C unter leichtem Schütteln
für 30 min inkubiert, um das Tubulin zu polymerisieren. Die Mikrotubuli wurden anschließend
bei 32 ◦C sedimentiert (138.000 g, 45 min). Die Sedimente wurden mit 50 ml Puffer B in ei-
nem 50 ml Glashomogenisatoren (Wheaton) aus Eis resuspendiert. Anschließend wurden die
Mikrotubuli für 25 min unter mehrmaligem Homogenisieren auf Eis depolymerisiert und die
Lösung zentrifugiert (100.000 g, 4 ◦C, 30 min). Der Überstand wurde mit 2 mM ATP ver-
setzt und erneut im Wasserbad bei 35 ◦C für 20 min unter leichtem schütteln polymerisiert.
Anschließend erfolgte eine weitere Zentrifugation bei 32 ◦C (85.000 g, 60 min). Die sedi-
mentierten Mikrotubuli wurden vereinigt, gewogen, in ﬂüssigem Stickstoff gefroren und bis
zur weiteren Verarbeitung bei -80 ◦C gelagert. Für die weitere Reinigung des Tubulins wurde
Phosphocellulose (P-11, Whatman) nach Herstellerangaben aktiviert. Etwa 25 ml P11 Mate-
rial (entspicht 75 ml Totalvolumen) wurden in eine Säule (XK 26, Pharmacia) gepackt. Zum
Äquilibrieren des Ionenaustauschers wurde die Säule an die FPLC-Anlage angeschlossen. Bei
einer Flussrate von 1 ml/min wurden etwa 3 Säulenvolumen Puffer D durchﬂossen. Parallel da-
zu wurden 10 - 20 g Mikrotubuli aufgetaut und in einem Glashomogenisator in 50 ml Puffer C
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für 25 min auf Eis depolymerisiert. Nach der Zentrifugation (100.000 g, 4 ◦C, 30 min) wurde
der Überstand mit 10 % DMSO und 2 mM ATP versetzt und das Tubulin bei 35 ◦C für 20 min
polymerisiert. Daraufhin wurden die Mikrotubuli sedimentiert (85.000 g, 32 ◦C, 60 min), die
Sedimente mit 5 ml Puffer D auf Eis in einem 10 ml Homogenisator resuspendiert und an-
schließend für 30 min depolymerisiert. Die Tubulin-Lösung wurde zentrifugiert (80.000 g,
4 ◦C, 30 min) und der Überstand mittels einer Peristaltikpumpe (Pharmacia, Amersham) auf
die Phosphocellulose-Säule aufgetragen. Nachdem die Probe in das Ionenaustauschermaterial
eingezogen war, wurde mit Puffer D bei einer Flussrate von 1 ml/min eluiert. Im Gegensatz zu
Mikrotubuli-assoziierten Proteinen bindet Tubulin unter diesen Pufferbedingungen nicht. Mit
einem Fraktionssammler wurden 1 ml-Fraktionen aufgefangen. Die Identiﬁkation der Haupt-
Fraktionen erfolgte über einen Bradford-Test. Die am stärksten gefärbten Fraktionen wurden
vereinigt und nach Zugabe von 0,1 mM GTP in ﬂüssigem Stickstoff gefroren. Die Lagerung
erfolgte bei -80 ◦C.
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Puffer A: 100 mM PIPES/NaOH pH 6,9
1 mM MgSO4
2 mM EGTA
0,1 mM ATP
1 mM DTT
Puffer B: 100 mM PIPES/NaOH pH 6,9
1 mM MgSO4
1 mM EGTA
1 mM ATP
1 mM DTT
Puffer C: 500 mM PIPES/NaOH pH 6,9
1 mM MgSO4
1 mM EGTA
1 mM ATP
1 mM DTT
Puffer D: 100 mM PIPES/NaOH pH 6,9
1 mM MgSO4
1 mM EGTA
0,05 mM ATP
1 mM DTT
Alle Puffer wurden auf pH 6,9 bei 4 ◦C eingestellt
4.3.12 Herstellung Taxol-stabilisierter Mikrotubuli
Eingefrorenes Tubulin wurde aufgetaut und zentrifugiert, um denaturiertes Material zu ent-
fernen (270.000 g, 10 min, 4 ◦C). Anschließend wurde 1 mM GTP zugesetzt und für 5 min
bei 37 ◦C inkubiert. Nach Zugabe von 20 μM Taxol (Paclitaxel, Invitrogen) wurde für wei-
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tere 15 min bei 37 ◦C inkubiert. Danach wurde durch 40 % Saccharose in ATPase-Puffer (s.
2.5.2) mit 10 μM Taxol zentrifugiert (270.000 g, 10 min, 22 ◦C). Das Saccharose-Kissen wur-
de einmal mit ATPase-Puffer gewaschen, dann wurde das Pellet mit ATPase-Puffer mit 20 μM
Taxol gewaschen und schließlich darin resuspendiert. Das Endvolumen wurde so eingestellt,
dass die Mikrotubuli eine Endkonzentration von etwa 100 μM Tubulin-Dimer aufwiesen. Für
ATPase-Tests, bei denen keine genaue Kenntnis der Mikrotubuli-Konzentration erforderlich
war, wurde die zusätzliche Reinigung der Mikrotubuli über das Saccharose-Kissen ausge-
lassen. In manchen Fällen war die genaue Konzentration der Mikrotubuli nicht wichtig und
deshalb wurden sie ungereinigt polymerisiert. Dafür würde 1mM GTP zugegeben und 25 min
bei 37 ◦C polymerisiert und nach 10 min durch Zugabe von 20 μM Taxol stabilisiert.
4.3.13 Bestimmung der Mikrotubulikonzentration
Die Mikrotubuli-Konzentration wurde nach Denaturierung in Guanidinium-HCl im Fotometer
bei OD280 bestimmt:
90 μl 6,6 M Guanidinium-HCl, 10 μl Mikrotubuli (1:10 bzw. 1:5 in ATPase-Puffer mit 20 μM
Taxol verdünnt)
90 μl 6,6 Guanidinium-HCl, 10 μl ATPase-Puffer mit Taxol, als Nullwert
Die Mikrotubuli-Konzentration berechnet sich bei einer 1:10 Verdünnung der Mikrotubuli
nach folgender Formel (Huang und Hackney, 1994):
(OD280/1,03) · 10 · Verdünnung = mg/ml Mikrotubuli
Die molare Mikrotubuli-Konzentration errechnet sich über das Molekulargewicht eines Tubulin-
Dimers (etwa 100.000 g/mol).
4.3.14 Herstellung von Fluoreszenz-markiertem Tubulin
Um Mikrotubuli unter dem Mikroskop sichtbar zu machen, wurde gereinigtes Tubulin aus
Schweinehirn mit dem Fluoreszenzfarbstoff TAMRA (rot, C-1171, Invitrogen) oder Atto488
NHS-ester (gelb, ATTO-TEC, Siegen) markiert. Der Markierungsvorgang erfolgt durch Bin-
dung der reaktiven Farbstoff-succinimidyl Ester an polymerisierte Mikrotubuli. Um die Efﬁ-
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zienz der Reaktion zu optimieren wurde diese bei hohem pH-Wert durchgeführt und das noch
funktionelle Tubulin durch einige De- und Polymerisationsschritte separiert. 3 - 5 ml gereinig-
test Tubulin wurden auf Eis aufgetaut, mit 1 mM GTP und 10 % DMSO versetzt und 5 min auf
Eis inkubiert. Anschließend wurde für 30 min (37 ◦C) polymerisiert. Das polymerisierte Tu-
bulin wurde auf ein 4 ml High-pH Pufferkissen gegeben und zentrifugiert (270.000 g, 15 min,
25 ◦C). Währenddessen wurde der Farbstoff in wasserfreiem DMSO gelöst. Nach der Zentri-
fugation wurde das Pufferkissen vorsichtig entfernt, das Pellet mit warmem BRB80/20 μM
Taxol gewaschen und in 1 - 2 ml Markierungspuffer resuspendiert. Bei diesem Schritt ist es
wichtig bei 37 ◦C zu arbeiten, um die Depolymerisation zu minimieren. Die resuspendierten
Mikrotubuli wurden vorsichtig mit der 10-fachen molaren Menge an Farbstoff vermischt und
unter mehrmaligem leichten Mischen für 30 - 40 min bei 37 ◦C inkubiert. Am Ende der Inku-
bationszeit wurde das gleiche Volumen an Quenchpuffer zugegeben, gut vermischt und weite-
re 5 min inkubiert. Dann wurde die Mischung auf ein 3 ml Low pH Pufferkissen gegeben und
zentrifugiert (270.000 g, 15 min, 25 ◦C). Anschließend wurde auch dieses Kissen vorsichtig
entfernt, das Pellet mit warmem BRB80/20 μM Taxol gewaschen und in einem vorgekühlten
Homogenisator in 1 ml eiskaltem 1 x IB Puffer im Eiswasserbad resuspendiert. Die Lösung
wurde so lange homogenisiert bis es eine einheitliche Suspension entstanden ist, welche dann
weitere 30 min auf Eis depolymerisiert wurde. Die Tubulin Lösung wurde erneut zentrifugiert
(270.000 g, 10 min, 4 ◦C) und der Überstand auf 1x BRB80 (aus einer 5x Stocklösung) einge-
stellt, mit 1 mM GTP ergänzt und 3 min auf Eis inkubiert. Nachdem die Mischung 2 min bei
37 ◦C vorgewärmt wurde, wurde 33 % Glycerin (v/v) zugegeben und die Mikrotubuli 30 min
unter leichtem Schütteln bei 37 ◦C polymerisiert. Nun wurde ein 1 ml Low pH Pufferkissen mit
den polymerisierten Mikrotubuli überschichtet und zentrifugiert (270.000 g, 15 min 25 ◦C).
Der Überstand wurde vorsichtig entnommen und das Pellet mit 1 ml warmem IB Puffer gewa-
schen. Die Mikrotubuli wurden in 0,2 - 0,4 ml kaltem IB Puffer resuspendiert und 30 min auf
Eis depolymerisiert. In einem letzten Zentrifugationsschritt (270.000 g, 10 min 4 ◦C) wurde
das funktionelle Tubulin von den letzten Aggregaten getrennt. Der Überstand wurde in 5 μl
Aliquots in ﬂüssigen Stickstoff eingefroren und lichtgeschützt bei -80 ◦C gelagert.
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High pH Pufferkissen: 100 mM Na-HEPES pH 8,6
1 mM MgCl2
1 mM EGTA
60 % Gycerin
Markierungspuffer: 100 mM Na-HEPES pH 8,6
1 mM MgCl2
1 mM EGTA
40 % Gycerin
5x BRB80: 400 mM PIPES pH 6,8
25 mM MgCl2
5 mM EGTA
Quenchpuffer: 2x BR80
100mM Kaliumglutamat
40 % Glycerin
Low pH Pufferkissen: 1x BRB80 mit 60 % Glycerin
10x IB Puffer: 500 mM Kaliumglutamat pH 7,0
5 mM MgCl2
4.3.15 Bestimmung der Ausbeute und Markierungsstöchiometrie
Zur Bestimmung der Konzentration und Markierungsstöchiometrie wurde markiertes Tubulin
1:100 in IB Puffer verdünnt und die Absorptionen bei 280 nm (Absorption von Proteinen) und
555 nm (TAMRA) bzw. 523 nm (ATTO 488) gemessen. Unter Verwendung der Exinktions-
koefﬁzienten für Tubulindimere (104.500 M-1 · cm-1) und TAMRA (65.000 M-1 · cm-1) bzw.
ATTO 488 (90.000 M-1 · cm-1) konnte die molare Konzentration von Tubulin und Fluoreszenz-
farbstoffen berechnet werden. Normale Konzentrationen von Tubulin waren 300 - 400 μM in
einem Volumen von 200 - 500 μl. Das molare Verhältnis von Tubulin zu Farbstoff konnte wie
folgt berechnet werden:
Proteinkonzentration = (E280, Protein -Emax, Farbstoff) · CF· Verdünnung / εTubulin
Farbstoffkonzentration = Emax,Farbstoff · Verdünnung / εFarbstoff
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Molare Markierungsverhältnis = Farbstoffkonzentration / Proteinkonzentration
Es betrug normalerweise zwischen 30 und 140 %.
4.3.16 Motilitäts-Test
Die Bewegungsgeschwindigkeit der verschiedenen Kinesin-Konstrukte wurde im in vitro Mo-
tilitätstest untersucht. Für die hierfür benötigten Mikrotubuli wurde markiertes und unmarkier-
tes Tubulin (5 mg/ml) 1:50 gemischt und polymerisiert. Anschließend wurden die Mikrotubuli
1:50 in BRB80 verdünnt und 20 μM Taxol zugegeben. Für den konventionellen Multi-Motor-
Gleit-Test (Paschal and Vallee, 1993) wurden 3 μl Enzymlösung auf der Mitte eines Deck-
glases ausgestrichen. Zur Anheftung der Motormoleküle an das Glas wurde das Deckglas 3
bis 5 min in einer Feuchtkammer bei Raumtemperatur inkubiert, danach wurden 4 μl Casein-
puffer, 2 μl Motilitypuffer, 10 mM MgCl2, 10 mM ATP und 1 bis 2 μM Mikrotubuli zugege-
ben. Die Probenkammer wurde mit Silikonpaste versiegelt. Die Bewegung von Mikrotubuli
wurde bei Phasenkontrast-Einstellung durch ein Nikon Eclipse TE2000-E mit „Intenselight
C-HGFIE“ und der Software „NIS-Elements AR 3.1“ (Nikon) betrachtet. Zur quantitativen
Auswertung wurden die Aufnahmen kallibriert. Um Geschwindigkeiten zu messen, wurde
an dem mit einem Objektmikrometer geeichten Bildschirm manuell die Distanz gemessen,
die ein Objekt für die Bewegung zwischen zwei bestimmten Zeitpunkten benötigte. Aus den
daraus errechneten Geschwindigkeiten von mindestens 100 Mikrotubuli wurde die Standard-
abweichung errechnet.
BRB80: 80 mM Pipes-KOH pH 6,8
1 mM MgCl2
1 mM EGTA
Caseinpuffer: 2,6 mg/ml Casein in BRB80 mit 1 mg/ml Glukose
Motilitypuffer: 200mM KCl in BRB80
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4.3.17 Transport von Latex-Kügelchen durch Kinesine
Das Kinesinkonstrukt Kif5A wurde unspeziﬁsch an carboxylierte Latex-Kügelchen (Fluores-
brite R© BB Carboxylate Microspheres 1.00 μm, Polysciences, Warrington, USA)gebunden.
Aufgereinigte Kinesinkonstrukte wurden verdünnt und mit der gleichen Menge Kügelchen
(1:25 verdünnt in BRB80) gemischt. Diese Lösung wurde mindestens 10 min inkubiert, damit
die Kinesine an die Kügelchen binden konnten. Um Mikrotubuli zu immobilisieren, wurde der
Objektträger mit dem Konstrukt Kif5ArigorDewA beschichtet und für mindestens 10 min in
einer feuchten Kammer inkubiert. Dann wurde die ungebundenen Proteine duch dreimaliges
waschen mit den gleichen Volumen BRB80 weggespült. Anschließend wurde eine 1:50 Ver-
dünnung von Fluoreszenz-markierten Mikrotubuli eingespült. Nach einer Inkubationszeit von
10 min wurden ungebundene Mikrotubuli ebenfalls durch Spülen mit drei Volumen BRB80
mit 1 mg/ml Casein entfernt. Bevor die Kammer mit den Kinesin-Kügelchen gefüllt wur-
de, wurde das Binden der Mikrotubuli an den Objektträger mikroskopisch kontrolliert. Nun
konnte 2 μl derKinesin-Kügelchen-Mischung und die restlichen Zutaten des Motilitätsassays
zugegeben werden. Der Lauf der Latex-Kügelchen wurde unter der Fluoreszentmikroskop be-
obachtet.
4.3.18 ATPase-Test
Gekoppelter enzymatischer ATPase-Test
In diesem Test wird der ATP-Umsatz der Kinesin-Konstrukte im Gleichgewicht („steady-
state“) gemessen. Hier ist die ATP-Hydrolyse durch die Lactat-Dehydrogenase (LDH) und
die Pyruvat-Kinase (PK) an die Oxidation von NADH zu NAD+ geknüpft, was im Fotometer
bei 340 nm verfolgt werden kann (Huang and Hackney, 1994) (Abb. 4.1). Die eingesetzten
Mikrotubuli wurden wie im Kapitel 4.3.11 präpariert. Der Reaktionsansatz besteht aus fol-
genden Komponenten:
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4 μl ATP (4◦C)
4 μl PEP
4 μl NADH
2 μl Hilfsenzyme (PK, LDH)
x μl Mikrotubuli
auf 79 μl ATPase-Puffer auffüllen
1 μl Kinesin (1:1-1:50 verdünnt) zum Starten der Reaktion
Abb. 4.1: Skizze eines gekoppelten, enzymatischen ATPase-Tests. An der Pyruvat Kinase (PK) wird
das im Überschuss vorkommende Phosphoenolpyruvat (PEP) in Pyruvat umgewandelt. Die-
ses wiederum wird durch die Laktat Dehydrogenase (LDH) unter Umsetzung von NADH/H+
in NAD+ in Laktat umgewandelt. Die Oxidation von NADH/H+ wird bei 340 nm photome-
trisch gemessen.
Der Reaktionsansatz wurde in eine 50 μl UVvette (Eppendorf) überführt und über 2 min bei
340 nm im Fotometer (Uvicon 930, Lohhof) verfolgt. Die Steigung im anfänglichen, steils-
ten Bereich der Kurve wurde bestimmt und notiert. Es wurden Messreihen durchgeführt, bei
denen die Mikrotubuli-Konzentration bei sättigender ATP-Konzentration variiert wurde. Die
resultierenden Extinktionsabnahmeraten wurden gegen die jeweiligen Mikrotubuli- Konzen-
trationen aufgetragen und an die Michaelis-Menten Gleichung angepasst (Kaleidagraph Soft-
ware, Macintosh): y = (B + Vmax · [MT]) / ([MT] + K0,5;MT). Das Programm extrapoliert die
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maximale Extinktionsabnahmerate [Vmax = ΔE/min] und die halbmaximale Aktivierungs-
konstante K0,5MT [μM Tubulin].
ATPase-Puffer: 12 mM ACES/KOH pH 6,8
25 mM K-Acetat
2 mM Mg-Acetat
3 mM MgCl2
0,5 mM EGTA
ATP : 20 mM ATP in ATPase-Puffer pH 7,0
Enzym-Mix : 40 μl LDH (0,95 U/μl)/PK (0,75 U/μl) Mix (Sigma)
60 μl ATPase-Puffer
PEP: 4 mg/ml Phosphoenolpyruvate/KOH pH 7,0(Sigma)
NADH: 4 mM in ATPase-Puffer (2 mg in 640 μl ATPase-Puffer)
Mt-Verdünnungspuffer: BRB80 mit 20 μM Taxol
Kinesin-Verdünnungspuffer: 100 mM PIPES/NaOH pH 6,8
2 mM MgCl2
1 mM EGTA
1mM EDTA
150 mM NaCl
1 mg/ml BSA
Berechnungen zum ATPase-Test
Die Umrechnung der Extinktionsabnahme in die ATP-Konzentration erfolgt über das Lambert-
Beersche Gesetz:
ΔE/t = εNADH · ΔcNADH · d/t
wobei:
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ΔE/t: Extinktionsänderung pro Zeit
d: Schichtdicke (1 cm)
εNADH: Extinktionskoefﬁzient für NADH (6,22 mM-1 · cm-1)
Da NADH-Oxidation und ATP-Verbrauch im Test 1:1 aneinander gekoppelt sind, ergab sich
durch Einsetzen von Vmax für ΔE / t nach Umformung die Gleichung:
ΔcATP s-1 = Vmax / 6,22 · 60 μM · s-1
Berechnung des ATP-Umsatzes (kcat): Der kcat ist der maximale Substratumsatz eines Enzyms
unter Verwendung der Proteinkonzentration kann der kcat des jeweiligen Kinesin- Konstrukts
aus der maximalen Änderung der ATP-Konzentration ΔcATP s-1 bezogen auf die Kinsesin-
Monomer-Konzentration bestimmt werden:
kcat = ΔcATP / (s · [Kinesin])
Daraus ergibt sich die maximale Menge an ATP pro Sekunde, die von einem Kinesin-Kopf
hydrolysiert wird.
4.3.19 MantADP Freisetzungs Experimente
Herstellung von Kinesin-MantADP Komplexen
Damit das an Kinesin gebundene ADP gegen MantADP ersetzt wurde, wurde aufgereinigtes
Kinesin mit einem vierfachen Überschuss ﬂuoreszierenden MantATP (Invitrogen) inkubiert
(30 min bei 25 ◦C). Während der Inkubation wurden mehrere Sephadex G25 Spin Säulen her-
gestellt (x.x.x.x) und das Material einmal mit ATPase-Puffer (x.x.x.x) gewaschen und dreimal
mit 1 mg/ml BSA in ATPase-Puffer abgesättigt. Die BSA-Lösung wurde per Schwerkraft lang-
sam durchﬂießen gelassen, bevor sie endgültig kurz abzentrifugiert wurde (2.000 rpm, 2 min).
Um das überschüssige BSA zu entfernen, wurden die Säulchen sechsmal mit ATPase-Puffer
mit 200·mM KCl gewaschen. Um den Kinesin-MantADP Komplex von dem überschüssigen
MantATP zu trennen, wurden je 100 μl der Probe auf die Säulchen aufgetropft und in frische
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Reaktionsgefäße abzentrifugiert. Die Fraktionen wurden vereinigt und die Konzentration des
Kinesin- MantADP Komplexes wurde mit dem Bradford Reagenz bestimmt.
Konzentration der Kinesin-MantADP Komplexe
Um die Konzentration der Kinesin-MantADP Komplexe und die Efﬁzienz der MantADP Bin-
dung zu bestimmen wurde ein Absorptionsspektrum von 200 nm bis 500 nm in einem Spek-
trofotometer gemessen. Proteine haben ihre Absorptionsmaximum bei 280 nm und die Me-
thylanthraniloylgruppe (Mant) bei 356 nm. Deshalb konnten die Proteinkonzentration und die
Konzentration des MantADP aus den Absorptionen bei den jeweiligen Maxima und den dazu-
gehörigen Extinktionskoefﬁzienten berechnet werden. Die Extinktionskoefﬁzienten der Kine-
sinkonstrukte wurden mit dem Programm „ProtParam“ (ExPASy) berechnet und der Extinkti-
onskoefﬁzient von MantATP (εmax = 5800 M−1cm−1)wurde der Beschreibung des Herstellers
entnommen.
Stöchiometrie der MantADP Freisetzung
Die basale ADP Freisetzung von Kinesinen ist sehr langsam, kann aber durch Bindung an Mi-
krotubuli stark aktiviert werden (Ma and Taylor, 1995). Da der Mant-Fluorofor bei Bindung
an ein Protein eine stärkere Fluoreszenz besitzte als in Lösung, konnte die Freisetzung des
MantADP vom Kinesin im Spectroﬂuorimeter beobachtet werden (Ma and Taylor, 1997a).
Der Assay wurde in einem FluoroMax2 (Jobin Yvon,) Spectroﬂuorimeter bei 23 ◦C in 1 ml
Kunststoffküvetten durchgeführt und dabei wurde der ATPase Puffer (x.x.x.x) verwendet. Die
Anregungswellenlänge betrug 360 nm und die emmitierte Fluoreszenz wurde bei 443 nm
gemessen. Zuerst wurde die Emmission eines 100-250 nM Kinesin*MantADP Komplexes
gemessen. Nach Zugabe einer mindestens äquimolaren Menge an Mikrotubuli (0,1 - 1 μM
Endkonzentration) wurde erneut gemessen da dies zu einer Freisetzung des MantADP von ei-
nem Kopf des Kinesindimers führte. Um zu verhindern, dass auch der zweite Kopf schon sein
ADP freigibt, wurde zu den Mikrotubuli 2 U/ml Apyrase hinzugegeben um Spuren von ATP
oder GTP zu entfernen. Das zweite MantADP wurde danach durch Zugabe von 1 mM ATP
freigegeben.
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4.3.20 Herstellung von G25 Spin Säulen
Die „Sephadex G25 Spin“ Säulen wurden selbst angefertigt. Die Spitze einer 1 ml Pipetten-
spitze (Sarstedt) wurde mit etwas Glaswolle gefüllt und anschließend mit 500 μl Sephadex
G25 ﬁne (Pharmacia) gefüllt. Anschließend wurde die Säule mit dem fünffachen Säulenbett-
volumen dH2O äquilibriert und zentrifugiert (2.000 rpm, 2 min, 4 ◦C). Dieser Schritt wurde
einmal wiederholt. Dann wurde die gleiche Prozedur mit Na-Phosphat Puffer durchgeführt.
Nun waren die Säulen zur Weiterverwendung bereit.
Präparation des Sephadex G25 ﬁne (Pharmacia, Freiburg):
5 g Sephadex G25 ﬁne in 40 ml Na-Phosphat Puffer über Nacht langsam rührend rehydrieren.
Der Überstand wurde entfernt und erneut mit Na-Phosphat Puffer aufgefüllt. Dieser Wasch-
schritt wurde zweimal wiederholt. Zur Lagerung wurde 20 % Ethanol zugegeben und die
Lösung bei 4 ◦C aufbewahrt.
Na-Phosphat Puffer: 50 mM Na-Phosphat pH 7,4
2 mM MgCl2
250 mM NaCl
4.3.21 Beschichtung der Glasoberﬂächen mit Silanen
Im ersten Schritt wurde das Deckglas 30 min in Detergenz gereinigt und anschließend mit
ausreichend Wasser gereinigt. Um eine hyroxylreiche Oberﬂäche zu erreichen wurde das Glas
anschließend 30 min in Piranha (3:1 H2SO4 : 30% H2O2) gekocht und wieder mit Wasser
abgespült. Das so aktivierte Glas wurde in einen Exikator zusammen mit ein Tropfen des
gewünschten Silanes im Vakuum über Nacht inkubiert. Am nächsten Tag wurde die Probe mit
Ethanol abgespült und im Stickstoffstrahl getrocknet.
4.3.22 Kontaktwinkelmessung
Verwendet wurde hierür ein „contact angle system OCA20“ (Dataphysics, Filderstadt) zusam-
men mit der Software „SCA20“. Es wurden drei Wassertropfen auf verschiedene Stellen des
Decklases aufgebracht und analysiert. Dazu wird der Tropfen von der Seite mit einer Kamera
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aufgenommen und der Innenwinkel an der Kontaktﬂäche zwischen Glas und Tropfen gemes-
sen. Dieser Wert gibt Auskunft über die Hydrophobizität der Oberﬂäche.
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4.4 Mikrobiologische Methoden
4.4.1 Mikroskopie von A. nidulans
Epiﬂuoreszenzaufnahme und –beobachtungen wurden an dem Zeiss Mikroskop, dem AxioIma-
ger Z1 (Software: AxioVision V4.8), durchgeführt. Das Mikroskop war mit einem 63er oder
100er Zeiss Plan-ApoChromat Objektiv bestückt und zur Bildaufnahme diente die Zeiss Axio-
Cam. Als Quelle für Fluoreszenzlicht diente eine HBO103 Quecksilberdampﬂampe (Osram).
Alternativ wurde das Zeiss Mikroskop „Axio Imager Z.1“, das ebenfalls mit einem 63er oder
100er Zeiss Plan-ApoChromat Objektiv bestückt war, benutzt. Zur Bildaufnahme diente ei-
ne zeitlich und räumlich hochauﬂösende CCD Kamera von Zeiss (AxioCam HRm (Software:
Axiovision)). Als UV-Lampe wurde eine Osram HBO50 Quecksilberdampﬂampe verwendet.
Zur Überprüfung der Kolonien von transformierten Stämmen, wurden Sporensuspensionen
durch Auftropfen von sterilem Wasser auf eine sporulierte Kolonie und sanftes Abkratzen der
Sporen hergestellt. Deckgläser (18 mm x 18 mm) wurden kurz vor der Benutzung mit Hil-
fe des Bunsenbrennes beidseitig abgeﬂammt, um die störende Silikonölschicht zu zerstören,
wodurch die Haftung der Sporen an der Glasoberﬂäche erhöht wurde. Danach wurden bis
zu vier der Deckgläser in eine Petrischale gelegt und mit dem jeweiligen Medium (0,5 ml
pro Deckglas) beschichtet, und anschließend mit Sporen beimpft. Die Kulturen wurden je
nach Anforderung bei den entsprechenden Temperaturen für 6 Stunden bis drei Tage inku-
biert. Zur Untersuchung wurde das Deckglas mit den anhaftenden Hyphen kurz abgetropft,
auf einen Objektträger gelegt (Hyphen zwischen Deckglas und Objektträger), mit Immersion-
öl beschichtet und unter dem Mikroskop betrachtet.
4.4.2 Dip-Pen Nanolithographie
Die Beschichtung von Oberﬂächen mit unterschiedlichen Lipiden wurde mittels Dip-Pen Na-
nolithographie am Institut für Nanotechnologie (INT) des KIT zusammen mit Fr. Dr. Syl-
wia Sekula-Neuner durchgeführt. Dabei wird die Spitze eines Rasterkraftmikroskops dazu
verwendet Lipide als molekulare Tinten auf einer Oberﬂäche auzubringen. Die verwendeten
Phospholipidlösungen bilden nach dem Auftragen eine Doppelschicht aus. Bei Verwendung
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von Mischungen mit DOGS-Ni-NTA können Proteine über ihren His6-Tag an die Ni-Ionen in
der Lipidkopfgruppe binden und somit an die Oberﬂäche ﬁxiert werden (Sekula et al., 2008).
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5 Abkürzungsverzeichnis
APTMS 3-Aminopropyltriethoxysilane
DOGS-Ni-NTA 1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-[(N-(5-amino-1-
carboxypentyl)iminodiacetic acid)succinyl]-Ni-NTA
DOPC 1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine
DPPS 1,2-Dipalmitoyl-sn-glycero-3-phosphoserine
FITC Fluoreszeinisothiocyanat
GFP Grün ﬂuoreszierendes Protein
Ni-NTA Nitrilotriessigsäure
OTS n-Octyltrichlorosilane
PC Phosphatidylcholin
PE Phosphatidylethanolamin
PFMS Perﬂuorodecyldimethylchlorosilane
PIP Phosphatidylinositolphosphate
PMMA Polymethylmethacrylat
PS Phosphatidylserine
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